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General Introduction 
Aim and Outline  
 
Gene  therapy  offers  a  straightforward  approach  for  treatment  of  genetic  and  acquired 
diseases. The concept of gene  therapy  is simple and  involves  the  introduction of nucleic acids  into 
target cells to alter eventually the production of a specific protein, resulting in a therapeutic benefit.  
The success of gene therapy relies initially on efficient delivery of the nucleic acids to target 
cells within diseased tissues or organs. The majority of gene therapy protocols utilizes viral delivery 
systems.  Although  encouraging  results  have  been  achieved,  the  safety  concerns  (e.g; 
immunogenecity, potential oncogenicity) and the difficulty of large scale production limit the clinical 
application  of  recombinant  viral  vectors.  A  good  alternative  may  be  found  in  efficient  ,  non‐
immunogenic  and  easy‐to‐prepare  non‐viral  vector  systems,  such  as  cationic  lipids  and  cationic 
polymers. 
The  eye  is  an  ideal  target  tissue  for  gene  therapy.  First,  the  eye  is  exposed  at  the  body 
surface and thus easily accessible for gene transfer procedures. Second, the eye  is a closed system 
clearly separated from the systemic circulation. The blood‐retinal barrier prevents the escape of gene 
complexes from the eye to other parts of the body and avoids severe immunological reactions in the 
eye by excluding immunological factors from the systemic circulation. 
Topical application of drugs to the eye is often the most convenient route of delivery, but it is 
an ineffective method for drug delivery to the vitreous and retina. Moreover, the accessibility of the 
posterior segment of the eye to systemic treatments is limited by the blood‐retina barrier. Therefore 
direct  intravitreal  injection  and  subretinal  injection  of  gene  therapy  complexes  have  emerged  as 
alternatives to traditional administration routes. Intravitreal injection is a less invasive and less riskful 
technique  compared  to  subretinal  injection, but  it has  to be examined whether  the gene  therapy 
complexes  injected  in  the vitreous can diffuse  through  the vitreous  towards  the  target cells  in  the 
neural retina or retinal pigment epithelium (RPE). 
The primary  aim of  this  thesis was  to  study how non‐viral  gene  complexes behave  in  the 
vitreous  and  neural  retina  and  eventually  improve  their  transport  through  either  the  vitreous  or 
neural retina. 
AIM AND OUTLINE – GENERAL INTRODUCTION 
 10 
Chapter 1  introduces  the  reader  to  the  field of DNA  therapeutics and nucleic acid delivery 
systems. An overview of the obstacles of ocular drug delivery is given followed by a brief introduction 
to genetic retinal diseases. 
In Chapter 2 the stability of different naked nucleic acids  in vitreous  is discussed. Based on 
the findings about the (in)stability of naked nucleic acids, the behaviour  in vitreous of plasmid DNA 
(pDNA) complexed with cationic liposomes, so called lipoplexes, will be studied in Chapter 3. Cationic 
lipoplexes form large aggregates upon contact with the vitreous gel. This aggregation immobilizes the 
gene complexes completely. Pegylation  (so‐called pre‐pegylation) of  lipoplexes with high mol % of 
polyethyleneglycol  (PEG)  prevents  the  aggregation  and  immobilization  of  the  lipoplexes  in  the 
vitreous  body.  Unfortunately,  their  ability  to  transfect  RPE  cells  is  drastically  impaired  by  the 
presence of  the polyethyleneglycol  coat.  In Chapter 4 we  studied  the  influence of  the pegylation 
method on the transfection of RPE cells. During the pre‐pegylation method nucleic acids are mixed 
with  pegylated  liposomes  resulting  in  pegylated  lipoplexes.  The  transfection  efficiency  of  these 
lipoplexes towards RPE cells is very low, even when very small mol % of polyethyleneglycol are used. 
However, when  the post‐pegylation method was used,  the  transfection efficiency of  the  lipoplexes 
was  restored. During  the post‐pegylation method,  the nucleic acids are mixed with non‐pegylated 
liposomes  prior  pegylation.  These  non‐pegylated  lipoplexes  are  subsequently  mixed  with 
polyethyleneglycol bearing ceramids. These ceramids  insert  in the outer  layer of the  lipoplexes and 
can  exchange  with  other  lipid  membranes  like  the  cell  membrane,  resulting  in  a  non‐pegylated 
lipoplex. Indeed, these post‐pegylated lipoplexes have excellent transfection properties towards RPE 
cells  and  moreover  they  are  mobile  and  stable  in  the  vitreous  even  when  low  mol  %  of 
polyethyleneglycol are applied. Once the lipoplexes are able to travel freely through the vitreous, the 
next barrier on their way to the RPE cells  is the neural retina. In Chapter 5 we take a closer  look at 
the neural  retina as barrier  for gene  therapy  complexes. Unfortunately, even pegylated  lipoplexes 
are not able to diffuse freely through the neural retina. This blockade  is probably due to the size of 
the  lipoplexes  (around 200 nm). Even very small spheres  (around 50 nm) were not able  to diffuse 
freely  through  the  neural  retina. However  the  permeation  of  these  small  nanoparticles  could  be 
improved by the application of ultrasound energy. Unfortunately, the premeation of  larger spheres 
could not be significantly improved by the application of ultrasound.  
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ABSTRACT 
 
The eye  is one of the most suitable organs for gene therapy because of  its accessibility and 
immune‐privileged characteristics. In addition, effects of treatment may be monitored by a variety of 
non‐invasive examinations. In recent years significant progress has been made in the understanding 
of  the molecular basis of ocular disorders. A  large number of  inherited ocular diseases have been 
defined at  the molecular  level. There are approximately 191  retinal disease  loci with 142 disease‐
causing genes identified to date (1, http://www.sph.uth.tmc.edu/Retnet). 
Gene  therapy  is  a  technique  for  correcting  defective  genes  responsible  for  disease 
development.  Researchers may  use  one  of  several  approaches  for  correcting  faulty  genes:  (a)  A 
normal  gene may  be  inserted  into  a  non‐specific  location within  the  genome  to  replace  a  non‐
functional  gene.  (b)  An  abnormal  gene  could  replaced  for  a  normal  gene  through  homologous 
recombination. (c) An abnormal gene could be repaired through selective reverse mutation. (d) The 
expression level of a particular gene could be regulated (2). In general, a gene mutation or deletion 
that leads to the absence of a specific protein can be treated by adding DNA encoding for the absent 
protein.  The  levels  of  a  disease  causing‐protein  can  be  adapted  using  an  anti‐mRNA  strategy  like 
antisense oligonucleotides (ON) or small interfering RNA (siRNA).  
In  this  chapter we briefly discuss  the nature of DNA based  therapeutics  and  several  gene 
delivery systems. Also, the problems associated with ocular drug delivery and the possible routes of 
administration are discussed. Finally, we  introduce  the  reader  to  the genetic basis of  some ocular 
diseases which will likely be treated by gene therapy in the near future. 
CHAPTER 1 – INTRODUCTION 
 14 
Chapter 1 
Introduction 
 
DNA‐based therapeutics 
 
Plasmid DNA 
 
Plasmids  (pDNA)  are  high  molecular  weight,  double  stranded  DNA  constructs  containing 
transgenes  encoding  specific  proteins.  Upon  cellular  internalization,  pDNA    “employs”  the  DNA 
transcription  and  translation  apparatus  of  the  host  cell  to  synthesize  the  therapeutic  protein  (3). 
Plasmids can be used to correct genetic defaults that produce functionally  incompetent copies of a 
given  protein.  In  addition  to  disease  treatment,  pDNA  can  be  used  as  DNA  vaccines  for  genetic 
immunization (4). Through the introduction of genes encoding for antigens of specific pathogens, the 
DNA vaccines  induce  immune responses  leading  to  immunization. Suicide gene therapy  is an other 
possible application of pDNA. Briefly,  this  technique  involves a  stable  transfection of  tumour  cells 
with chemosensitization genes. Upon the onset of gene expression, a separately administered non‐
toxic prodrug is converted in a chemotoxic drug (5‐7). A schematic overview is given in Figure 1. 
Gene therapy   by pDNA requires both the cellular uptake of the DNA as the passage of the 
nucleic acids through the nuclear membrane. The cellular uptake of the negatively charged pDNA is 
very inefficient. Moreover, the entry in the nucleus is an even more difficult process (3). The fact that 
pDNA cannot be  chemically modified  to  increase  the  resistance  towards enzymatic degradation  in 
the extracellular matrix and cytosol,  is another  important drawback. The development of a carrier 
either viral or non‐viral seems to be essential to improve pDNA delivery.  
Currently there is only one plasmid‐based drug on the market, namely Gendicine®, a drug for 
the treatment of head and neck cancer incapsulated in a human adenoviral vector (8).   
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Figure 1. Transfection with pDNA can either be used (1) to correct a non‐functional gene, (2) as DNA vaccines 
or (3) as suicide gene therapy. 
 
 
Oligonucleotides  
 
ON are short single‐stranded DNA molecules that can selectively  inhibit the expression of a 
protein  (9). ON may  function either by a antisense or antigene effect on  the  target cell. Antisense 
application of the ON results from the interaction of the ON with a specific mRNA in the cytoplasm of 
the  target cells. This duplex  formation between  the antisense ON and  the  target mRNA  leads  to a 
translational arrest (Figure 2). Numerous mechanisms have been proposed to explain the antisense 
action of the ON  (9, 10). Occupancy‐based mechanisms suggest   that the binding of  the ON to the 
mRNA may block  the  interaction of  the mRNA with  the protein synthesis machinery. Alternatively, 
binding of the ON can activate RNase H, an enzyme that degrades the bound mRNA sequence. For 
antigene applications, ON must enter the nucleus, subsequently form a triplex with the genomic DNA 
leading to an inhibition of the transcription by a physical blockade of the transcription complex (3). 
Although ON can be designed and modified to  increase their efficacy,  like e.g. the chemical 
modification of the phosphodiester backbone to a phosphorothioate in order to increase the stability 
(9), a major problem, as is the case for pDNA,, is the inefficient delivery into cells. The development 
of suitable carriers is therefore equally indispensable.  
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The  first ON‐based drug on  the market was Fomivirsen, an antisense ON which specifically 
inhibits replication of cytomegalovirus after intravitreal injection. (Vitravene®, (11)).  
 
 
Figure 2. Overview of antisense therapy with ON and siRNA molecules. 
 
 
Small interfering RNAs 
 
SiRNAs  are  short  double‐stranded  RNA  molecules,  typically  21‐23  nucleotides  long.  The 
siRNAs are complementary  to  the mRNA sequence of  the protein of  interest  (12‐14). After cellular 
uptake, siRNA molecules are  incorporated  into RNA‐induced silencing complexes  (RISCs)  (Figure 2). 
Subsequently,  these  RISCs  bind  the mRNA molecule  of  interest  and  stimulate mRNA  degradation 
mechanisms  such  as  nuclease  activity.  The  degradation  of  the  target  mRNA  molecules  leads  to 
silencing of a specific gene. SiRNA molecules offer several advantages over pDNA and ON. SiRNA are 
superior thanks to their high degree of specificity to mRNA, their non‐immunogenic nature, and their 
resistance  to ribonucleases (12). Moreover, siRNAs do not have to cross the nuclear membrane and 
do not need to integrate in the host genome like pDNA. 
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Ribozymes and DNAzymes 
 
Ribozymes are RNA molecules that cleave mRNA molecules  in a sequence specific way (15). 
Ribozymes  bind  selectively  to  target mRNA molecules.  The  formed  duplex  has  a  highly  distorted 
conformation and is easily hydrolized. This hydrolysis leads to the suppression of the expression of a 
specific  protein.  The  hammerhead  and  hairpin  ribozymes  are  2  types  of  extensively  studied 
ribozymes. Due to the presence of the RNA backbone, ribozymes are easily degraded by ubiquitous 
RNases, making the ribozymes unstable in vivo. 
DNAzymes  are  analogues    of  ribozymes,  with  a  larger  biological  stability  (16).  The  RNA 
backbone  is replaced by DNA motifs  leading to  improved stability. Moreover, these DNA backbones 
are also easy to modify, thereby generating even more powerful analogues. 
 
Aptamers  
 
Aptamers  are  small  single‐  or  double‐stranded  nucleic  acid  molecules  that  can  directly 
interact with a specific protein (15). Aptamers can either interfere with a disease‐implicated protein 
or interfere with the proteins involved in transcription or translation, thereby blocking the expression 
of a specific protein. Aptamers are very promising because of their specificity, non‐immunogenicity, 
and  stability  (17).  Pegaptanib,  a  pegylated  ON,  which  adopts  a  specific  three‐dimensional 
conformation  and  binds  to  the  receptor  of  vascular  endothelial  growth  factor  (VEGF)  on  the  cell 
surface, is the first aptamer‐based drug on the market and is used for the treatment of neovascular 
age‐related macular degeneration (AMD).(Macugen®, (18)). 
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Gene delivery systems 
 
Viral vectors 
 
In most cases, a carrier molecule, called a vector, must be used  to deliver  the  therapeutic 
gene  to  the  patient's  target  cells.  Currently,  the  most  common  vector  is  a  virus  that  has  been 
genetically altered  to  carry normal human DNA. Viruses have evolved a way of encapsulating and 
delivering their genes to human cells in a pathogenic manner. Scientists have tried to take advantage 
of  this  capability  and manipulate  the  virus  genome  to  remove  disease‐causing  genes  and  insert 
therapeutic genes. Although, many viral vectors have proven to be effective  in transfecting (ocular) 
target cells, their present clinical use is limited due to important drawbacks like the limited size of the 
expression cassette, difficult large scale production and several safety issues like e.g. host immunity 
and oncogenesis (19‐22). At the moment, the only viral‐based gene therapy product  on the market is 
Gendicine®, a plasmid based recombinant human adenovirus‐p53 product for the treatment of head 
and neck cancer  (8).  In this part, we give a summary of the viral vectors and where possible a  few 
ocular applications are discussed. 
 
Adenoviruses.  Adenoviruses  are  non‐enveloped,  double‐stranded  DNA  viruses  that  can 
transfect both dividing and non‐dividing  cells. The use of  this  viral  vector  is attractive because  its 
capacity  to  deliver  large  molecules  of  DNA  (up  to  8  kilobases)  to  cells  leading  to  high  protein 
expression (23, 24). These vectors have been effective  in transducing several target cells  in the eye 
like retinal photoreceptor cells, ganglion cells, Müller cells and retinal pigment epithelium (RPE) cells 
(25). Although, adenoviruses are very efficient  in  transducing  their  target cells,  these vectors have 
some  inherent  limitations.  The  adenoviral  gene  expression  is  transient,  typically  limited  to  a  few 
weeks, due  to  the  fact  that  the  viral  genome  is not  incorporated  in  the host  genome. Moreover, 
adenoviral  transduction  can  cause  tissue  inflammation and a  significant  immune  response  to  viral 
proteins in the host, and it may also evoke potentially toxic effects on the retina (26‐28). 
 
Adeno  associated  viruses  (AAVs).  AAVs  are  non‐enveloped,  single‐stranded  DNA 
parvoviruses. Like adenoviruses, they are capable  to transduce both dividing and non‐dividing cells 
(19).  In contrast to adenoviruses, AAVs  insert their genome  in the host genome at a specific  locus, 
thereby  increasing  the  possibility  of  stable  transgene  expression  (29).  This  site‐specific  AAV 
integration reduces the risk of insertional mutagenesis. Moreover, AAVs  are not associated with any 
known  human  infectious  disease,  thus  the  development  of  a  disease  after  recombination  of  the 
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vector with a virulent wild‐type AAV  is very unlikely. Like adenoviruses, AAVs have been shown  to 
transduce rod photoreceptors, ganglion cells and RPE cells (25). Probably the most spectacular result 
was obtained by Acland et al., in the canine model of Leber Congenital Amaurosis. A single subretinal 
injection of  recombinant AAV vectors containing  the healthy gene RPE65 was  sufficient  to  restore 
retinal  function and vision  (30, 31). Very  recently, Bainbridge et al. and Maguire et al. used  these 
recombinant  AAV  vectors  in  clinical  trials.  The  obtained  data  are  suggestive  of  efficacy  (32,  33). 
Despite the advantages and good results obtained by AAV therapy, the limited cloning capacity may 
impair the delivery of larger genes of interest. 
 
Herpes simplex viruses  (HSVs). HSVs are DNA viruses that have  the capacity  to carry more 
than 30 kilobases of  foreign DNA. The HSV virus has a natural  tropism  for neurons,  thus  it may be 
potentially useful for gene therapy of the nervous system,  including the retina. HSV can  infect both 
non‐dividing and dividing  cells  (25).   Gene  transfer with HSV vectors uses either multiple deletion 
mutants  (amplicons),  replication‐defective  mutants  or  attenuated  replication‐competent  vectors. 
Amplicons, which carry almost no HSV genes, are produced using helper viruses. The use of  these 
helper viruses during production, may cause contamination of the amplicon with these replication‐
competent helper viruses. Therefore, attenuated replication‐competent vectors have been used for 
ocular gene therapy. Several ocular cell types are transfected with HSV,  including RPE cells (34, 35). 
The major drawback of HSV vectors,  is  the  fact  that  their application  is  frequently associated with 
significant tissue inflammation  and cytotoxicity, limiting their clinical application (35).  
The HSV thymidine kinase gene (HSV‐tk) is a frequently used gene in suicide gene therapy. As 
the HSV‐tk has a larger affinity for the applied prodrug gancylovir than the cellular thymidine kinase, 
HSV‐tk  transduced  cells  are  preferentially  killed  by  the  cytotoxic  metabolite  resulting  from  the 
gancyclovir conversion. Suicide gene therapy might be very useful in the treatment of retinoblastoma 
or proliferative retinopathy.  
 
Retroviruses. Retroviruses are a family of RNA viruses, that can  infect cells, mostly dividing 
cells,  and  subsequently  integrate  in  the  genome  of  the  target  cell.  The  DNA  package  capacity  is 
around 8 kilobases, comparable to adenoviruses. Although infected cells show long‐term stable gene 
expression, the fact that they require cell division, precludes the use of these vectors for transducing 
terminally differentiated cells  like photoreceptors. Moreover, since retroviruses  insert at random  in 
the host genome, there  is a risk of  insertional mutagenesis (25, 36). Lentiviral vectors, a subclass of 
retroviruses, can transduce both dividing and non‐dividing cells. These constructs have been used for 
the  transfection of  a broad  range of  retinal  cells  including photoreceptors  and RPE  cells  (37, 38). 
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Because of the theoretical possibility of generating wild‐type HIV viruses during production or viral 
recombination in the host, there are concerns about their clinical use. 
Baculoviruses.  Baculovirus  is  a  double‐stranded  DNA‐virus  that  does  not  replicate  in 
vertebrate cells. This vector is safe and has a large DNA package capacity. Retinal cells, e.g. RPE cells, 
have been successfully transfected with a baculovirus vector (39). 
 
Non‐viral vectors  
 
  Although  many  viral  vectors  can  transfer  genes  to  the  retina  efficiently,  it  is  difficult  to 
guarantee the perfect safety of these vectors  in clinical use. Since most ocular diseases are not  life‐
threatening, even a minimal risk can be a critical issue both for patients and physicians; e.g. relative 
risks are acceptable for the treatment of life‐threatening diseases such as cancer and aids. Therefore, 
many researchers are now investigating non‐viral gene transfer to the retina to avoid these problems 
(23).  Non‐viral  vectors  are  considered  as  relatively  non‐immunogenic,  safe  with  low  toxicity. 
Furthermore, they are easy to handle, have large DNA packaging capacities and can be produced on a 
large  scale. Various  types of non‐viral  vectors have been proposed;  they  can be divided  into  two 
broad categories: naked DNA delivery by a physical method or delivery of nucleic acids complexed 
with a carrier (chemical method).  
 
Chemical methods 
 
  Liposomes. Felgner et al. reported the use of  lipid‐base vectors  in the  late 1980s, and since 
then these vesicles have been considered as one of the most promising methods for non‐viral gene 
delivery  (40).  Liposomes  are  vesicles  that  are  comprised  of  phospholipids.  These  phospholipids 
consist of a hydrophilic polar head group and a hydrophobic hydrocarbon tail. They form bilayered 
structures when  dispersed  in  aqueous medium  (41).  Liposomes  can  be  used  as  carriers  because 
nucleic acids are encapsulated into the liposomes’ interior or bound to the liposomes’ surface, both 
by  electrostatic  interactions  (42).  In  general,  liposomes with  a  neutral  or  negative  charge  cannot 
efficiently interact with the negatively charged DNA, but cationic liposomes and DNA form positively 
charged  complexes  that  can  transfer  the  nucleic  acids  into  cells  (40).  These  cationic  liposomes 
generally consist of a mixture of positively charged lipids and zwitterionic lipids. Interaction between 
the  nucleic  acids  and  cationic  lipids  is  a  self‐assembly  process  that  is  triggered  by DNA‐mediated 
fusion of  liposomes,  resulting  in  lipid bilayers with  the nucleic  acids  sandwiched  in between  (43). 
While the head groups of the cationic  lipids are responsible for the complexation described abov, a 
helper  lipid  or  co‐lipid    should  also  be  incorporated  like  e.g.  DOPE.  DOPE  (dioleoyl‐
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fosfatidylethanolamine),  a  cone‐shaped  neutral  lipid,  is  responsible  for  the  destabilization  of  the 
endosomal membrane  thereby  provoking  endosomal  escape  (44).    Since  lipoplexes  are  generally 
accepted to enter the cells by endocytosis, endosomal escape is a crucial step in tranfection, avoiding 
lysosomal degradation of the internalized nucleic acids (45, 46). In Figure 3 the general structure of a 
lipoplex  is  depicted  together  with  the  commonly  used  cationic  lipid  DOTAP(N‐(1‐(2,3‐
dioleoyloxy)propyl)‐N,N,N‐trimethylammoniumchloride) and the neutral lipid DOPE.  
 
Figure 3. Structure of (A) a lipoplex (B) the cationic lipid DOTAP and (C) the neutral helper lipid DOPE 
 
  Whereas the positive charge of lipoplexes is an advantage for their binding to the negatively 
charged  cell  surface,  these  positively  charged  particles  tend  to  interact with  several  extracellular 
factors, like e. g. blood components, thereby reducing their circulation time and targeting ability and 
possibly triggering toxic effects  (46, 47). Modifications,  like attachment of polyethyleneglycol  (PEG) 
have been used to stabilize these vectors and to increase their efficacy (48, 49). Unfortunately, PEG 
coating appears to reduce the transfection capacity of the lipoplexes (50‐52). 
  Numerous  commercial  liposome products are available  for  transfections  in  the  laboratory, 
but not  for  clinical gene  therapy. Primary and  secondary dividing and also differentiated RPE  cells 
have been successfully transfected with liposomes in vitro (53‐55). There are also some reports of in 
vivo transfections of retinal cells with liposomal vectors (56, 57). 
 
  Polymers.    Cationic  polymers  neutralize  the  negative  charge  of  nucleic  acids  leading  to  a 
condensation of  the DNA. The  resulting complexes between  the DNA and  the polymers are called 
polyplexes and encapsulate  the nucleic acids  in  small particles  suitable  for gene delivery  (58, 59). 
Commonly used polycations  are polylysine, polyamines  (e.g. polyethyleneimine), histone proteins, 
polyarginine containing proteins (e.g. protamine) and cationic dendrimers (58, 59). In comparison to 
lipids,  not  all  cationic  polymers  are  suitable  for  gene  delivery.  The  efficiency  and  toxicity  of  the 
vectors must be considered.  
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  Polyplexes are used  in several ocular delivery studies, e.g. delivery of antisense ON (60, 61) 
and  siRNA  (62)  after  intravitreal  injection, delivery of pDNA  after  subconjuctival delivery  (63)  and 
topical application (64). 
 
 
Physical methods 
 
  Delivery of naked DNA  to  the cells elicits minimal  immune  responses as compared  to DNA 
encapsulated in cationic liposomes or cationic polymers. The limitations of this approach arise from 
the fact that the nucleic acids are unprotected against nuclease degradation and that the naked DNA 
lacks  target  specificity.  Therefore,  the  use  of  naked DNA  has  to  be  assisted  by  a  physical  helper 
method. 
 
  High pressure delivery methods. (a) Gene gun. Particle bombardment through a gene gun is 
an ideal method for gene transfer to the skin, mucosa or surgically exposed tissues within a confined 
area  (65).  DNA  is  deposited  on  the  surface  of  gold  particles,  which  are  then  accelerated  by 
pressurized gas and shot onto cells or tissue. This simple and effective method  is expected to be a 
suitable  technique  for DNA‐based  immunization  (66).  Tanelian  et  al.  (66,  67)  obtained  transgene 
expression  in  the  cornea  after  controlled  gene  gun  delivery.  (b)   Hydroporation methods.  These 
methods deliver DNA  to  target  tissue by  injection of a  large  volume of  solution with a  significant 
force.  The  generated  pressure  from  the  injection  increases  membrane  permeability  by  creating 
defects in the membranes of the target cells (68, 69). Although hydroporation leads to efficient gene 
delivery,  this  technique  remains  very  invasive. Moreover,  this delivery method has been  found  to 
increase blood pressure and to decrease heart rate of the injected animals. 
 
  Electroporation. Electroporation or electrotransfer is a physical gene delivery method relying 
on  the  application  of  electric  pulses  to  the  targeted  tissue  increasing  the  permeability  for  gene 
transfection.  (reviewed by Favard et al.  (70)) Application of electric pulses  induces  cell membrane 
destabilization and above a given  threshold  (200‐300 mV) even cell membrane permeabilization  is 
obtained (71, 72). Passive permeabilization is not sufficient for DNA cell transfection. The large DNA 
molecules  have  to  be  injected  in  the  tissue  before  electric  pulses  are  applied  (71,  73).  These 
observations  suggest  that  an  active  electrophoretic  effect  on  the DNA molecules  is  taking  place. 
Electrotransfer is extensively studied for transfer of genes in several ocular tissues (reviewed by (71, 
74))   e.g.  retinal ganglion cells and RPE cells have been successfully  transfected by electroporation 
(75, 76).   
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Ultrasound.  The  application  of  ultrasound  energy  for  the  intracellular  delivery  of  nucleic 
acids,  also  called  sonoporation,  is  a  locally  applicable  and  non‐invasive  technique, making  it  very 
suitable for in vivo gene delivery (74). Ultrasound can alter the permeability of the plasma membrane 
transiently thereby facilitating DNA uptake. Addition of gas‐filled bubbles, also called microbubbles, 
improves  the  gene  delivery  efficacy. Microbubbles  increase  the  absorption  of  sonic  energy  thus, 
lowering  the  threshold  for  energy  cavitation  which  creates  small  shockwaves  increasing  cell 
permeability  (77).  Ultrasound  has  also  been  used  to  enhance  solute  transport  into  the  eye. 
Application  of  880  kHz  ultrasound  significantly  improved  drug  delivery  through  the  cornea while 
causing only minor changes  in the corneal epithelium  (78). Enhanced ocular drug delivery was also 
reported for glaucoma drugs using lower ultrasound frequencies (79). 
 
Laser beam gene transduction (LBGT). This technique may provide a less damaging and less 
invasive alternative to gene delivery by electroporation.  In this method the  injection of naked DNA 
into the target tissue is followed by a direct application of a pulsed femtosecond laser beam (80). The 
obtained gene expression  level  is  comparable with  the  level obtained with electroporation, but  in 
contrast  to  electroporation,  histological  studies  revealed  only minimal  tissue  damage  after  LBGT 
treatment. 
 
Magnetofection.  DNA  attached  to  the  surface  of  magnetic  nanoparticles  coated  with 
polycations can be used for delivery by magnetofection (81, 82). The introduction of a magnetic field 
directs  the  particles  to  a  specific  location.  Magnetofection  has  proven  to  increase  the  gene 
expression and to reduce the time between delivery and the onset of gene expression  in vitro. The 
development of strong magnetic  fields may  increase the applicability of magnetofection  for  in vivo 
therapy. 
   
Photochemical  internalization  (PCI).  PCI  relies  on  the  light‐sensitive  release  of  DNA 
contained within endosomal  vesicles. The  cells are  incubated with photochemical  reagents, which 
associate with endosomes and  lysosomes. When the cells are exposed to  light with an appropriate 
wavelength,  the photochemical  reagents  are  activated  and  the  endosomes  and  lysosomes will be 
disrupted, thereby releasing their nucleic acid cargo (83). 
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Obstacles of ocular drug delivery 
 
Contemporary  biological  research  has  produced  an  increasing  number  of  promising 
therapeutic  possibilities.  These  include  for  example,  growth  factors,  antibodies  and  nucleic  acids. 
Ocular  application  of  these  new  drugs  is  a  major  challenge,  since  drug  delivery  to  the  eye  is 
hampered by different barriers. The anterior segment of the eye (cornea, cunjunctiva, sclera, ciliary 
body, iris (Figure 4)) can easily be reached by topical ocular eye drops. Unfortunately, eye drops are 
rapidly eliminated and thus need to be absorbed quickly after instillation.  
Topically  applied  ocular  drugs  however,  do  not  reach  targets  in  the  posterior  segment 
(retina,  vitreous,  choroid  (Figure  4)).  Delivery  of  both  small  molecules  and  large  bio‐organic 
compounds,  such  as  proteins  and  DNA  is  problematic.  Treatment  via  intravenous  administration 
requires massive drug doses and  is only applicable for drugs with a wide therapeutic  index  like e.g. 
antibiotics.  Intravitreal  injection,  on  the  other  hand,  delivers  the  drugs  locally,  but  is  a  relatively 
invasive method and may even cause endophthalmitis. 
Although  intravitreal  injections  are  very  frequently  used,  e.g.  anti‐vascular  endothelial 
growth  factor  treatment,  research  in  accurate drug delivery  to  the  eye, both  to  the  anterior  and 
posterior segment, remains of great interest. 
 
 
 
Figure 4. Schematic structure of the human eye  and retina.  
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Drug loss from the ocular surface 
 
   The  flow  of  lacrimal  fluid  removes  instilled  compounds  from  the  eye’s  surface  into  the 
nasolacrimal duct in a couple of minutes (84). In addition, systemic absorption directly via either local 
blood capillaries in the conjunctival sac or in the nasal cavity instead of ocular absorption leads to a 
non‐productive drug removal (84). Therefore, drugs used for topical administration need to be able 
to become absorbed quickly after instillation. 
 
Lacrimal fluid‐eye barriers 
 
Cornea. Corneal epithelium  limits drug  absorption  from  the  lacrimal  fluid  to  the  eye  (85). 
Corneal epithelium is a lipophilic tissue with intercellular tight junctions. It is considered as the main 
barrier for hydrophilic drugs due to the limited paracellular drug permeation (86, 87). Molecules that 
are  lipophilic enough  can  cross  the epithelium, but encounter  the hydrophilic  corneal  stroma  (87, 
88).  In  general,  the  corneal  permeability  is  dependent  on  the  size,  shape,  lipophilicity,  pKa  and 
ionization of the permeant. Despite the barrier properties of the cornea, transcorneal permeation is 
the main route of drug entrance from the lacrimal fluid to the aqueous humour. 
 
  Conjunctiva. Although  the  cells  of  the  outer  epithelium  of  the  conjunctiva  are  connected 
with tight junctions, the conjunctiva is more permeable to drugs than the cornea, especially for polar 
hydrophilic molecules (89).  In addition, the surface area of the conjunctiva  is about 17 times  larger 
than the surface of the cornea (90). The conjunctiva is fairly permeable to large molecules, and may 
serve  as  a  route  of  administration  for  larger  compounds  like  e.g.  proteins  (91).  However,  the 
substantia propria, a highly vascularised  layer present  just under the epithelial  layer,  is responsible 
for an important amount of systemic drug loss. 
 
Blood‐ocular barriers 
 
  The  eye  is  separated  from  the  systemic  circulation  by  blood‐ocular  barriers,  namely  the 
blood‐aqueous barrier and the blood‐retina barrier (92). The anterior blood‐eye barrier is composed 
of the endothelial cells of the uvea (choroid, ciliary body and iris) and prevents the access of plasma 
albumin and hydrophilic drugs into the aqueous humour. In general, the permeability of this barrier 
is poorly characterised.  
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  Solute  transport  from  the  systemic  blood  flow  and  choroid  is  limited  by  the  blood‐retina 
barrier. The RPE forms the outer part while the endothelial membranes of the retinal blood vessels 
are  the  inner  part  of  the  blood‐retina  barrier  (93).  The  RPE  is  a monolayer  of  highly  specialized 
cuboidal cells,  located between the neural retina and the choroid. The presence of tights  junctions 
between  the  individual  RPE  cells  restricts  the  permeation  of molecules  (94,  95).  Although,  drugs 
easily gain access to the choroidal extravascular space as the choroidal vessels have leaky walls, the 
distribution into the retina is limited by the RPE and retinal endothelia. 
 
Routes of ocular drug delivery 
 
Topical administration 
 
  Although drugs have only a short contact time with the eye’s surface after instillation, topical 
ocular drug  administration  is  the most  common  technique  for drug delivery  for  anterior  segment 
pathology.  Lipophilic  compounds are  taken up by  the  corneal epithelium and  subsequently  slowly 
released to the corneal stroma and further to the anterior chamber (96). From the aqueous humour, 
the drug has an easy access to the iris and ciliary body. However, the distribution to the lens, a tightly 
packed protein rich structure,  is much slower. As a consequence of the  limited permeability to the 
lens,  the access of drugs  from  the aqueous humour  to  the vitreous  is blocked. The elimination of 
drugs  from  the  aqueous  humour  occurs  by  aqueous  turnover  through  the  chamber  angle  and  
Schlemm’s canal, and by venous blood flow in the anterior uvea (85). 
  A  part  of  topically  applied  drugs,  generally  more  hydrophilic  and  larger  molecules,  may 
permeate  across  the bulbar  conjunctiva  to  the  sclera  and  further  to uvea  and posterior  segment. 
Delivery  across  the  conjunctiva  and  further  to  the posterior  segment would be desirable, but  the 
penetration of commonly applied drugs is clinically insignificant (92). 
 
Subconjunctival administration 
 
  Subconjunctival injections are typically used for the delivery of drugs to the uvea. Currently, 
this method has been gaining  interest for the delivery of new generation drugs,  like antibodies and 
ON, to the posterior segment (74). After subconjunctival  injection, drugs must penetrate the sclera. 
Interestingly,  the sclera  is more permeable  than  the cornea  for  large molecules  (97). Although  the 
sclera would be relatively easy to pass compared to the cornea,  in the next tissue, the choroid, the 
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main part of  the drugs would be cleared  to  the bloodstream. Moreover, delivery of  the  remaining 
drugs from the choroid to the retina is prohibited by the RPE cell layer. 
 
Intravitreal injection 
 
  Vitreous is a highly specialized tissue that allows the unimpeded transmission of light to the 
retina.   Vitreous  is a highly hydrated transparent extracellular matrix containing about   98% water. 
The  structural  macromolecules    include  hyaluronan,  proteoglycans  (chondroitin  sulphate  and 
possibly also heparan  sulphate), collagens and non‐collagenous proteins. Additionally,  the vitreous 
contains non‐structural proteins including serum components and low numbers of cells (hyalocytes) 
(98).  As  in  most  extracellular  matrices,  vitreous  contains  two  macromolecular  components  with 
complementary  functions. The predominant  fibrillar  structures, which provide mechanical  strength 
to the vitreous gel, are collagen fibrils whereas the glycosaminoglycans, mostly hyaluronan,  inflates 
the matrix and spaces the fibrils apart (99).   Intravitreal injection is an appealing technique for the 
delivery  of  drugs  to  the  vitreous  and  retina.  However,  the  choroid  is  difficult  to  reach  from  the 
vitreous due to the barrier of the RPE cells. The mobility and stability of the injected molecules in the 
vitreous is of major concern. Small neutral molecules are able to diffuse through the vitreous gel, but 
larger  and  charged particles become  immobile  in  the  vitreous network  and  are no  longer  able  to 
diffuse towards the retina (100, 101). 
  In  addition  to  diffusion,  convection,  resulting  from  eye  movement,  may  play  a  role  in 
intravitreal drug distribution (102). 
  Drugs can be eliminated from the vitreous either by the anterior or posterior route (85). Via 
the anterior route, the drugs cross the vitreous towards the posterior chamber and are subsequently 
eliminated via aqueous  turnover and systemic absorption  in  the uvea. Posterior elimination across 
the  blood‐retina  barrier,  only  takes  place when  the molecules  are  small  and  lipophilic  enough  or 
when the molecules are actively transported. 
 
Subretinal injection 
 
  Direct injection of drugs into the subretinal space, locates the molecules in the vicinity of the 
retina  and  RPE,  and  allows  for  an  increased  contact‐time  between  the  injected  drugs  and  the 
posterior  retinal  layers.  Subretinal  injection  is  an  efficient  technique,  but  has  some  important 
disadvantages.  Injections  in  the  subretinal  space are  invasive, may  induce  lesions of  the RPE cells, 
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haemorrhages, retinal tears, sub‐ or preretinal fibrons and retinal detachment. Moreover, the effect 
of the drug is restricted to the injection site (74). 
 
Genetic and acquired retinal diseases 
 
  Gene  therapy may  be  an  appealing  approach  to  cure many  currently  untreatable  retinal 
diseases. Several genetic and acquired retinal diseases are considered as a potential target for gene 
therapy treatment: retinitis pigmentosa, genetic and aquired retinal dystrophies, age‐related macular 
degeneration  (AMD),  proliferative  vitreoretinopathy,  retinoblastoma  and  several  neovascular 
diseases including diabetic retinopathy (25).  
 
Retinitis pigmentosa 
 
  The  retinitis pigmentosa  (RP)  family of diseases  is  the best studied group of ocular genetic 
illnesses. RP is a genetically and clinically heterogeneous group of retinal degenerations all caused by 
the  loss of photoreceptors and  characterized by  retinal pigment deposits. RP occurs  in autosomal 
dominant, autosomal recessive and X‐linked recessive forms (103). Currently, there is no therapy that 
stops the evolution of the disease or restores vision. 
  Autosomal  dominant  retinal  degenerations  are  characterized  by  the  production  of  both 
normal  and  abnormal  outer  segment  proteins  in  photoreceptor  cells  (25).  The  presence  of  the 
mutant form of the protein  is toxic to the retina,  leading to apoptotic cell death (104). Inhibition of 
the  translation  of  the  mutant  protein  could  be  a  promising  strategy  to  cure  this  type  of  RP. 
Ribozymes and antisense  strategies have already applied  successfully  in animal models  (105, 106). 
Application of growth factors and anti‐apopthotic therapies can slow down the disease process, but 
do not really cure the disease (25). 
  Recessive degenerations  (autosomal  and  X‐linked RP)  are  characterized by  the  inability  to 
produce a normal gene product. To cure  these degenerations, a wild‐type gene copy encoding  for 
the  lacking functional protein has to be  introduced  in each photoreceptor cell.   The  introduction of 
growth factors or anti‐apoptosis genes has shown to  increase photoreceptor survival, but does not 
cure the disease. 
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Retinoblastoma 
 
  Retinoblastoma  (RB)  is  the most  common malignant ocular  tumour  in  children. Mutations 
and/or allelic loss of the retinoblastoma gene are required to start tumour genesis. According to the 
two‐hit model,  two  separate,  independent events  (mutation and allelic  loss) are necessary  for  the 
immature retinal cells to develop tumours. The first event, a mutation in the tumour suppressor RB 
gene, can either be inherited through the germ line or somatically acquired. The second event results 
in the loss of the remaining normal allele within a particular retinal cell (107, 108). 
  Theoretically the malignant phenotype in tumours, may be suppressed by the introduction of 
a  functional RB gene or RB protein. However, attempts  to  introduce a wild‐type RB gene  into cell 
lines have not been  successful  (109, 110). A more effective  treatment  for RB will  likely be  suicide 
gene therapy. Herpes simplex virus (HSV) thymidinekinase (tk) transduced cells are killed by addition 
of  gancyclovir,  due  to  the  conversion  of  this  prodrug  to  a  toxic  compound  by  the  viral  tk  gene 
product (111, 112). 
 
Proliferative vitreoretinopathy 
 
  The  pathology  of  proliferative  vitreoretinopathy  (PVR)  is  characterized  by  the  growth  of 
hypercellular membranes on the retina and within the vitreous gel, mostly after retinal detachment 
surgery or a penetrating trauma (113). Proliferation of several cell types, like RPE fibroblasts and glial 
cells,  occurs.  This  proliferation  is  accompanied  by  deposition  of  extracellular  matrix  proteins, 
including fibronectin, laminin and several collagen types (114) . 
Suicide gene therapy by HSV‐tk  introduction leads to destruction of the proliferating cells in 
vitro and in vivo (115).  
Platelet‐derived growth factor (PDGF) seems to play a key role in the development of PVR in 
animal models and human disease (116, 117). In general growth factors are believed to contribute to 
PVR progression, therefore, growth factors and/or their receptors may serve as targets for antisense 
gene therapy (118).  
 
Age‐related macular degeneration 
 
  In AMD degenerative changes of the RPE and Bruch’s membrane are the primary factors for 
the onset of  the disease.  Subsequently,  these  changes  lead  to  a degeneration of  the neuroretina 
(119). The exact pathophysiology of AMD  is not known yet, but it is very likely that AMD results from 
CHAPTER 1 – INTRODUCTION 
 30 
a  combination  of  aging,  genetic  predisposition  and  environmental  factors  (119).  Since  the  exact 
genetic defect which causes AMD is not known, therapy will rely on growth factor and antiapoptosis 
therapy in order to prolong RPE and photoreceptor survival (25). Several growth factors are known to 
be  necessary  to  keep  the  RPE  cells  healthy.  Therefore,  growth  factor  gene  therapy  could  open 
possibilities to enhance RPE survival. Antiapoptosis gene therapy could be an alternative treatment 
for  AMD.  The  inhibition  of  the  degeneration  of  RPE  and  photoreceptor  cells  by  influencing  the 
apoptotic mechanisms may slow down disease progression and vision loss (25).   
 
Ocular neovascularisation 
 
  Elevated VEGF  levels  are  associated with ocular neovascularisation which occurs  in ocular 
diseases like AMD (120), diabetic retinopathy (121) and retinopathy of prematurity (122). 
  Antisense strategy has first been used to inhibit VEGF protein expression. Although, animals 
that  received  intravitreal  injections  with  antisense  ON  directed  to  the  VEGF  mRNA  showed  a 
decrease  in  retinal  and  choroidal  neovascularisation  (123,  124),  Shen  et  al.  (125)  showed  a  less 
convincing  inhibition  of  choroidal  neovascularisation  after  injection  of  the  same  ON  in  rhesus 
monkeys.  Another  approach  is  the  use  of  antisense  strategy  to  knock  down  a  downstream 
component of the VEGF signalling pathway.  
  Recently pegaptanib, an ON aptamer which binds the VEGFR receptor came on the market as 
anti VEGF therapeutic (Macugen®). 
  The use of siRNA  to down‐regulate  the expression of VEGF has been  reported  in mice and 
primates (126, 127). 
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ABSTRACT 
 
Intravitreal  injection  of  naked  nucleic  acids  like  e.g.  plasmid  DNA  (pDNA),  antisense 
oligonucleotides  (ON)  and  small  interfering  RNA  (siRNA)  may  be  a  promising  technique  for  the 
treatment of retinal diseases. An  important advantage of the use of naked nucleic acids  is the  fact 
that  they evoke minimal  immune responses. Naked nucleic acids are however unprotected against 
degradation by nucleases  and  therefore  it  is  important  to  know how  they behave  in extracellular 
matrices like the vitreous.  This study investigates the stability and behaviour of pDNA , antisense ON 
and siRNA in vitreous.  
The  stability  of  the  nucleic  acids was  tested  by  gelelectrophoresis.  The  different  types  of 
nucleic acids were  first  incubated  in  fresh bovine vitreous. After  the  incubation,  the samples were 
loaded on agarose (pDNA) or polyacrylamide gel (antisense ON and siRNA).  After the electrophoresis 
run, the gels were visualized and photographed. To study the distribution of the nucleic acids  , the 
nucleic  acids  were  mixed  with  bovine  vitreous  and  the  samples  were  analyzed  by  confocal 
microscopy. 
The topology of pDNA gradually changed from supercoiled into open circular. After 24 hrs, all 
the applied pDNA was degraded. The applied pDNA was able to spread freely in the vitreous sample. 
Phosphodiester  ON  were  quickly  degraded  when  incubated  in  vitreous.  In  contrast  the 
phosphorothioate ON remained intact. Whereas the phosphodiester ON homogeneously distributed 
in the vitreous gel, the phosphorothioate ON showed large affinity for the biopolymer network. The 
administered siRNA molecules showed high stability in vitreous, moreover they were able to diffuse 
freely in the vitreous gel. 
The results of this study emphasized the importance of the search for suitable gene therapy 
carriers for  intravitreal delivery since the applied nucleic acids were either poorly stable (pDNA and 
phosphodiester ON)  or  immobile  (phosphorothioate ON). Only  the  intravitreal  injection  of  naked 
siRNA may open possibilities  towards gene  therapy as  the  siRNA molecules  remain  intact and are 
able to move freely in the vitreous gel. 
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Chapter 2 
The (in)stability of naked nucleic acids in 
vitreous 
 
INTRODUCTION 
 
Transfer of  therapeutic genes  to  the  retina may open new possibilities  in  the  treatment of 
severe  eye  diseases.  Potential  targets  of  gene  therapy  include  age‐related macular  degeneration 
(AMD),  proliferative  vitreoretinopathy,  retinal  and  choroidal  neovascularization,  and  retinitis 
pigmentosa (1‐5). 
Genes  have  been  successfully  administered  to  the  neural  retina  and  retinal  pigment 
epithelium  (RPE) by subretinal  injection of various viral vectors  in vitro and  in vivo (6‐10). However 
the  use  of  viral  vectors  has  some  important  disadvantages  like  the  size  of  the  incorporated 
expression cassette, difficult large scale production and several safety issues like e.g. host immunity 
and oncogenesis. Non‐viral systems based on cationic  lipids or cationic polymers could form a good 
alternative.  They  are  considered  to  be  safe  and  biocompatible,  but  the major  drawback  of  these 
systems is their lower efficacy compared to the viral systems.  
Although  less efficient than carrier mediated gene delivery, naked gene transfer  is currently 
the most  investigated non‐viral gene delivery strategy  in gene therapy clinical trials because of the 
higher  safety  profile,  the  simplicity  of  delivery,  the  lack  of  immune  responses  and  non‐specific 
interactions in the body (with e.g. extracellular matrices) (11). Naked gene transfer is considered for 
DNA vaccination, Duchenne muscular dystrophy, peripheral limb ischemia, and cardiac ischemia (12‐
15). 
Because of pharmacokinetic  limitations,  intravenous administration of gene complexes and 
nucleic acids is not a efficient choice for retinal gene delivery (16). Likewise, topical application seems 
impossible mainly because of the limited diffusion through the corneal epithelium and the sclera (17, 
18).  
Direct injection into the subretinal space (subretinal injection) locates the injected molecules 
in  the  vicinity  of  the  retina  and  RPE  cells  and  allows  for  an  increased  contact‐time  between  the 
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injected molecules and the posterior retinal layers. However, the area of contact is restricted to the 
injection site. Moreover, these injections can induce lesions of RPE cells, hemorrhages, retinal tears, 
sub‐or pre‐retinal fibrosis and uncontrolled retinal detachment (19). 
Intravitreal injection would be safer and less demanding than subretinal injections. The major 
drawback  of  this  technique  is  the  fact  that  the  injected  molecules  have  to  diffuse  through  the 
vitreous before they reach the retina. Moreover, if the particles have to reach the RPE they also have 
to cross the neural retina. 
Vitreous  contains  water  (98%),  structural  macromolecules  (hyaluronan,  proteoglycans, 
collagens  and  non‐collagenous  proteins),  non‐structural  proteins  (serum  components)  and  a  low 
number of cells (hyalocytes) (20). The mechanical strength of the vitreous is provided by the collagen 
fibers, which are separated by glycosaminoglycans, mostly hyaluronan (21).In literature, information 
about  the behaviour of nucleic  acids  in  the  vitreous  is  very  sparse. With  this  study, we  aimed  to 
obtain a clear  idea about the stability and mobility of naked nucleic acids (pDNA, antisense ON and 
siRNA)  in vitreous.  Information about  the  stability of  the different nucleic acids we obtained  from 
gelelectrophoresis  experiments, whereas  the  distribution  of  the  nucleic  acids  in  the  vitreous was 
studied by confocal microscopy. 
 
MATERIALS AND METHODS 
 
 Plasmid DNA 
 
The pDNA used  in this study was the pGL‐Control vector, consisting of 5256 base pairs and 
containing as a reporter gene firefly luciferase under the control of a simian virus 40 promoter. The 
pDNA  was  amplified  in  Escherichia  coli  and  purified  as  previously  described  (22).  The  pDNA 
concentration was  set  at  1.0 mg/ml  in  HEPES  buffer  (20 mM  HEPES,  pH  7.4)  assuming  that  the 
absorption of 50 µg DNA/ml at 260 nm equals one. Measuring  the  intensity of absorbance of  the 
DNA solution at 260 and 280 nm  is used as a measure of DNA purity. DNA absorbs at 260 and 280 
nm, whereas aromatic proteins absorb at 280nm. A pure DNA sample has a 260 nm/280 nm of 1.8, 
whereas a protein contaminated sample has a ratio below 1.8. The pDNA showed a high purity as the 
260 nm/280 nm absorption ratio was between 1.8 and 2.0.  
For the confocal microscopy experiments, the pDNA was fluorescently labeled with Cy5 using 
the LabelIT®CyTM5 Labeling kit (Mirus, Madison, USA) as discribed by the manufacturer.  
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Oligonucleotides 
 
  Fluorescently  labeled  20  mer  phosphodiester  (ON20mer)  and  20  mer  phophorothioate 
(PS20mer) were  purchased  from  Eurogentec  (Seraing, Belgium).  The ON were  labeled with  a  Cy5 
fluorophore at the 5’ end. The ON were PAGE‐purified by the supplier. The concentration of the ON 
stock solutions as given by the supplier was verified by absorption measurements at 260 nm (1OD260 
= 33 µg ON). 
 
SiRNA 
 
  For  the  gelelectrophoresis  experiments  a  validated  control  sequence was  purchased  from 
Eurogentec (Seraing, Belgium). This control sequence is a 19‐mer duplex with 2 unpaired overhangs 
at the 3’ end. 
  For  the  confocal microscopy  experiments  atto‐647  labelled pGL3  control  siRNA purchased 
from Eurogentec (Seraing, Belgium), was used. 
 
Bovine vitreous 
 
Fresh bovine eyes were obtained  from a  local abattoir and enucleated within half an hour 
after the animals had been slaughtered. The eyes were kept at +9°C.  After the eyes were cleaned of 
extra‐ocular  tissue  and  dipped  in  1%  penicillin/streptomycin  (Gibco, Merelbeke,  Belgium)  in  0.9% 
NaCl, the eyes were opened circumferentially  ±  8 mm behind the limbus. Subsequently the vitreous 
was carefully collected without affecting the retina.  
 
Agarose gelelectrophoresis 
 
To study the stability of naked pDNA in vitreous 2 µl pDNA (100 ng/µl)solution was incubated 
up  to  24  hrs  at  37°C with  98  µl  diluted  vitreous  (final  pDNA  concentration  2  ng/µl).  This  diluted 
vitreous was  a  5  fold  dilution  of  vitreous with HEPES  buffer.  After  incubating,  the  samples were 
loaded on a 1% (w/v) agarose gel prepared in electrophoresis buffer (10.8 g/l TRIS base, 5.5 g/l boric 
acid an 0.85 g/l ethylene diaminetetraacetic acid). The gel was run at a voltage of 100 V for 1 h. After 
this time span the gel was incubated into an ethidium bromide bath (0.5 µg ethidium bromide per ml 
water). After 30 min the gel was illuminated with ultraviolet light and photographed. 
Polyacrylamide gelelectrophoresis 
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  To study the stability of ON in vitreous 11.5 µl of ON20mer were mixed with 38.5 µl vitreous 
or 38.5 µl HEPES buffer (control samples). For the PS20mer 4.8 µl were mixed with 45.2 µl vitreous or 
45.2 µl HEPES buffer (control samples). The final ON concentration was 90ng/µl for the ON20mer as 
well  as  for  the  PS20mer  samples.  The  samples were  incubated  up  to  24  hrs  at  37°C.  After  the 
incubation period, the samples were loaded on a 20% nondenaturing polyacrylamide gel. The gel was 
run  for 120 minutes at a voltage of 120 V and  subsequently  illuminated with ultraviolet  light and 
photographed. 
  The  samples  to  study  the  stability of  siRNA  in vitreous were prepared as  follows: 3.5 µl of 
siRNA solution were mixed with 16.5 µl vitreous or 16.5 µl Rnase free HEPES buffer (control samples). 
The  final  siRNA  concentration  was  23  ng/µl.  The  samples  were  incubated  0  to  48  hrs  at  37°C. 
Subsequently, the samples were loaded on a 20% nondenaturing polyacrylamide gel. The gel was run 
for  120  minutes  at  a  voltage  of  120  V  and  subsequently  illuminated  with  ultraviolet  light  and 
photographed. 
 
Confocal microscopy 
 
  200  µl  of  bovine  vitreous  was  transferred  to  a  glass‐bottomed  cover  slip  (MatTek 
corporation,  Ashland,  USA).  Fluorescently  labelled  nucleic  acids  were  pipeted  into  the  vitreous 
sample.  Subsequently,  the  samples  were  gently  stirred  with  a  plastic  rod  and  incubated  for  20 
minutes at room temperature allowing the nucleic acids to spread into the sample. The final nucleic 
acid concentrations were 2 ng/µl plasmid DNA, 90 ng/µl ON (ON20mer and PS20mer) and 23 ng/µl 
siRNA. The  samples were visualized on a Nikon C1si confocal  laser  scanning module attached  to a 
motorized  Nikon  TE2000‐E  inverted  microscope  (Nikon  Benelux,  Brussels,  Belgium)  with  a  10X 
objective  and  the  561  nm  and  647  nm  laser  for  the  excitation.  A  non‐confocal  diascopic  DIC 
(differential interference contrast) image was collected simultaneously with the confocal images. 
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RESULTS 
 
Naked pDNA in bovine vitreous 
 
  Naked pDNA was incubated up to 24 hrs in fresh bovine vitreous or in HEPES buffer at 37°C. 
As  expected,  the  pDNA  incubated  in  HEPES  buffer  showed  no  degradation,  even  after  24  hrs 
incubation (Figure 1). The pDNA incubated in vitreous gradually changed from the supercoiled form 
into the open circular form. After 24 hrs incubation in vitreous, the pDNA was completely degraded 
(Figure  1).The  small  difference  in  migration  distance  of  pDNA  molecules  incubated  in  HEPES  or 
vitreous  is due  to  the  larger viscosity of  the vitreous samples. The  larger viscoscity of  the vitreous 
samples slows down the initial migration of the pDNA from the sample present in the slots into the 
agarose gel. 
 
 
Figure 1. Agarose gel showing pDNA after 0,1,2,3,4 and 24 hrs of  incubation  in HEPES buffer or vitreous. The 
amount of pDNA loaded in each slot equalled 100 ng. 
 
   
Confocal microscopy  images  showed  that  naked  pDNA was  able  to  spread  homogenously  in  the 
vitreous gel (Figure 2 panel A). 
 
 
Supercoiled
Open circular
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Figure 2. Confocal  images of pDNA  (Panel A), ON20mer  (Panel B), PS20mer  (Panel C) and siRNA  (Panel D)  in 
vitreous. The white bars represent 150 µm. 
 
 
Naked oligonucleotides in bovine vitreous 
 
  The incubation of phosphodiester ON (ON20mer) in HEPES buffer showed no degradation of 
the  nucleic  acids.  In  contrast,  contact  with  vitreous  caused  relatively  fast  degradation  of  the 
ON20mer, clearly visible after 2 hrs of incubation  (Figure 3). 
  As expected, phosphorothioate ON were  stable both  in HEPES buffer as  in bovine vitreous 
(Figure 3). 
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Figure 3. Polyacrylamide gel  showing OD20mer  (Panel A) and PS20mer  (Panel B) after 0, 2, 4 and 24 hrs of 
incubation in HEPES buffer or vitreous at 37°C. The amount of ON loaded in each slot equalled 4.5 µg. 
 
Mixing the ON with vitreous showed a different behaviour for both types. The ON20mer were able to 
spread  into  the vitreous  samples  (Figure 2 Panel B), whereas  the PS20mer  showed affinity  for  the 
biopolymer network  in  the vitreous gel  (Figure 2 Panel C). This affinity will most probably  lead  to 
immobilization of the PS20mer ON in the vitreous gel. 
 
Stability of naked siRNA in vitreous 
 
  Incubation  up  to  48  hrs  of  siRNA  molecules  in  HEPES  buffer  and  vitreous  caused  no 
degradation  visible  on  20%  nondenaturing  polyacrylamide  gel  (Figure  4).  Moreover,  confocal 
microscopy showed that siRNA molecules freely spread into the vitreous gel (Figure 2 Panel D). 
 
 
Figure 4. Polyacrylamide gel showing siRNA in HEPES buffer (Panel A) and vitreous (Panel B) after 0, 2, 4, 24 and 
48 hrs of incubation at 37°C. The amount of siRNA loaded in each slot equalled 0.46 µg 
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DISCUSSION 
 
Transfer of therapeutic genes to ocular tissues may open new possibilities  in the treatment 
of severe eye diseases. Although genes have been successfully transferred to the neural retina and 
retinal  pigment  epithelium  by  subretinal  injection  of  viral  vectors,  intravitreal  injection  of  naked 
nucleic  acids  may  be  a  safer  alternative.  Intravitreal  injection  is  a  less  invasive  technique  than 
subretinal  injection  and  application  of  naked  nucleic  acids  instead  of  viral  vectors  has  important 
advantages like the safety and the simplicity of delivery. However, the injected nucleic acids can only 
exert their effect on their target cells in the neural retina or retinal pigment epithelium if they remain 
stable  and  mobile  after  intravitreal  injection.  There  is  very  sparse  information  available  on  the 
stability and mobility of naked nucleic acids in vitreous. 
Gelelectrophoresis  experiments  showed  a  conversion  of  the  applied  naked  pDNA  from 
supercoiled topology into open circular. This conversion was already detectable after 1 hr incubation 
in  fresh bovine vitreous. Moreover, our  stability  study  showed complete degradation of  the pDNA 
after 24 hrs contact with  the vitreous gel. These observations are  in agreement with the results of 
Pitkänen et al. (23). They also showed changes from supercoiled DNA to open circular DNA after 2.5 
and 5 hrs incubation and  a complete degradation after 24 hrs. Moreover, results of in vivo studies in 
the literature indicate the lack of pDNA stability in vitreous. Farjo et al. (24) showed that intravitreal 
delivery of naked pDNA  in mice generated minimal  levels of EGFP expression, whereas  injection of 
nanoparticles containing  the same plasmid vector resulted  in high  levels of EGFP expression  in  the 
lens,  choroid,  sclera  and  retina. Hangai et  al.  (25)  identified no  β‐gal  activity  after  intravitreal  co‐
injection of plasmid pDNA and a nonhistone nuclear protein in mice, whereas intravitreal injection of 
liposomes surrounded by a viral coat containing the plasmid‐protein mixture resulted in β‐gal activity 
in the surrounding tissues.  
Figure 3 shows that phosphodiester ON (ON20mer) are degraded in the vitreous gel. This is in 
agreement with  the  fact  that  phosphodiester  ON  are  in  general  accepted  as  poorly  stable  (26). 
Moreover, Bochot et al. (27) showed that phosphodiester ON in solution were immediately degraded 
in  the vitreous, only 0.7% of  the  injected dose was  intact 24 hrs after administration. As a  result, 
clinical applications of antisense strategy have required chemical modifications  in order to  increase 
the  stability.  Replacement  of  the  non‐bridging  oxygen  of  the  phosphodiester  backbone  by  sulfur 
resulted  in phosphorothioate ON with  enhanced  stability.  Indeed, our  results  showed  clearly  that 
PS20ON are stable in the vitreous. It is not surprising that Fomivirsen, the first oligonucleotide based 
drug,  consists  out  of  phosphorothioate  ON.  Fomivirsen,  administered  by  intravitreal  injection, 
specifically inhibits replication of human cytomegalovirus (Vitravene®, (28)). 
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The main disadvantage of phosphorothioate ON is their aspecific binding to certain proteins 
(29). Confocal images showed that PS20ON have affinity for the biopolymer network of the vitreous 
(Figure 2 Panel C). This affinity will most probably  lead to  immobilization of the ON.  If the PS20ON 
need to diffuse through the vitreous  in order to exert their effect  in the neural retina or RPE  layer, 
this  aspecific  binding will  severely  reduce  their  efficacy.  To  increase  the  stability  and  circulation 
lifetimes,  attachment  of  functional  groups  (e.g.  polyethyleneglycol) may  offer  a  solution  (30,  31). 
Moreover,  encapsulation  of    antisense ON  in  liposomes or polymers  can be used  to  improve  the 
delivery. Bochot et al.  (27) showed  that  intravitreal  injection of ON encapsulated within  liposomes 
can deliver  the ON  to  the eye  in a controlled manner. Moreover,  they showed  that  the  liposomes 
protected the ON against degradation.  
SiRNA application appears to be very promising as siRNA molecules are very potent inhibitors 
of protein expression. In agreement with our results that showed good stability and mobility of siRNA 
in  vitreous, multiple  examples  of  efficacious  direct  delivery  of  siRNA  in  the  eye  exist  (32). Direct 
intravitreal injection of naked siRNA is able to target cell types in the back of the eye and has disease‐
modifying effects  in animal models of ocular neovascularization. For example, de Fougerolles et al. 
demonstrated  robust  specific  inhibition  of  pathologic  retinal  neovascularization  in  a  rat  oxygen‐
induced model of  retinopathy  (33). Moreover, Shen et al.(34)  showed  that  intravitreal  injection of 
siRNA  targeting vascular endothelial growth  factor  (VEGF)  receptor 1 was effective  in  reducing  the 
area of ocular neovascularization  in a mice model. These encouraging proof of  concept  studies  in 
animal models have led to clinical trials of siRNA targeting the VEGF pathway in treating AMD (Sirna 
Therapeutics, USA ,Allergan Inc, USA). 
The concentration of the different nucleic acids used for the experiments was chosen based 
on  the  concentrations  applied  in  other  studies.  The  pDNA  concentration  was  similar  to  the 
concentration  used  by Hangai  et  al.  (25).  The ON  concentration was  comparable  to  the  clinically 
applied concentrations of Macugen®, a ON based drug  for  the  treatment of AMD  (35). Reich et al. 
(36)  injected  naked  siRNA molecules with  a  final  concentration  comparable  to  the  concentration 
used in this study.  
In  conclusion,  the  results  of  this  study  indicate  the  relevance  of  the  search  for  suitable 
carriers  for  nucleic  acid  delivery  to  the  eye.  Especially,  pDNA  and  antisense  ON  have  to  be 
encapsulated in a carrier as the delivery of the naked nucleic acids leads to either fast degradation in 
the vitreous (pDNA and ON20mer) or severe immobilization (PS20mer). In contrast, direct delivery of 
naked siRNA through intravitreal injection is an applicable technique to obtain gene silencing, due to 
the  high  stability  and  good mobility  in  the  vitreous. Nevertheless,  one  has  to  keep  in mind  that 
encapsulation of siRNA can lead to an improved and more controlled delivery to the posterior part of 
the eye.    
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Vitreous: a barrier to non‐viral ocular 
gene therapy 
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ABSTRACT 
 
Intravitreal  injection  of  therapeutic  DNA,  complexed  to  non‐viral  carriers  like  cationic 
liposomes, may be promising to treat many severe retinal eye diseases. However, after  intravitreal 
injection such DNA/cationic liposome complexes, so called lipoplexes (LPXs), which are typically some 
hundreds of nanometers  in  size, must  first diffuse  through  the vitreous before  they can  reach  the 
retina. The aim of this study was both to elucidate whether vitreous is a barrier for the lipoplexes as 
well as to find strategies to overcome this barrier. 
Fluorescent polystyrene nanospheres and LPXs were mixed with vitreous and their mobility 
was  monitored  by  fluorescence  recovery  after  photobleaching  (FRAP),  a  microscopy  based 
technique. The stability of LPXs  in vitreous was studied by gel electrophoresis. 
 We showed that polystyrene nanospheres, in our first experiments used as a model for the 
LPXs, do not diffuse  freely  into  the vitreous but adhere  to  fibrillar structures  in  the vitreous, most 
likely to collagen fibers. Making the surface of the polystyrene nanospheres hydrophilic by attaching 
hydrophillic  polyethyleneglycol  (PEG)  chains  at  their  surface  circumvented  the  binding  to  fibrillar 
structures in the vitreous. FRAP revealed that “pegylated” polystyrene nanospheres, as long as they 
are smaller than 500 nm in size, are indeed mobile in the vitreous. It was further demonstrated that 
LPXs  severely  aggregate  in  vitreous  and  strongly  bind  to  biopolymers  in  the  vitreous  which 
immobilizes them completely. However, as observed for the polystyrene nanopheres, coating of the 
LPXs with  PEG  avoided  both  their  aggregation  in  the  vitreous  as well  as  their  binding  to  fibrillar 
structures. 
   Modifying  the  surface  of  lipoplexes  with  hydrophilic  PEG  chains  prevents  them  from 
aggregation  in vitreous.  In  this way  lipoplexes are obtained which  can  freely move  in vitreous, an 
absolute requirement to be able to reach the retina after intravitreal injection. 
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Chapter 3 
Vitreous: a barrier to non‐viral ocular 
gene therapy 
 
INTRODUCTION 
 
During  the  past  decennium  the  genetic  basis  of many  severe  ocular  diseases  has  been 
studied  in detail (1‐3). This paved the way to treat these diseases via gene therapy. The target cells 
for ocular gene therapy are often located in the neuroretina or the retinal pigment epithelium (RPE). 
For example,  in  the case of retinitis pigmentosa  (RP)  the photoreceptors are  the major  target cells 
(4), while the RPE cells should be transfected in proliferative vitreoretinopathy (PVR) (5).  
The most convenient way for delivering therapeutic DNA or siRNA to these cells would be 
topical application. However,  it  is well known  that high molecular weight drugs do difficultly reach 
the  retina, or even  the vitreous, after  topical application mainly due  to a  limited diffusion  through 
the sclera (6). Moreover, the retina and vitreous are not accessible through systemic administration 
as the blood‐retina barrier  is,  like the blood‐brain barrier,   very tight  (7). Therefore,  in most of the 
ocular  gene  therapy  trials,  genes  have  been  administered  to  the  retinal  cells  via  subretinal  or 
intravitreal  injection  (8‐13).  Good  results  have  been  obtained  after  subretinal  injection  of  viral 
vectors containing the DNA of interest in animal models (13, 14). However subretinal injection is very 
invasive  and  therefore  clinically  not  obvious  for  ocular  diseases,  which  are  in  general  not  life 
threatening  (15).  Moreover,  the  use  of  viral  vectors  has  some  disadvantages.  It  is  difficult  to 
guarantee the perfect safety of viral vectors (15). In addition viral vectors are difficult to produce on 
large  scale  and  the  size  of  the  therapeutic  DNA  that  can  be  incorporated  is  limited  (16,  17). 
Therefore,  intravitreal  injection, which  is  less  invasive  than  subretinal  injection,  of  non‐viral  gene 
complexes may  form  a  clinically  acceptable  alternative. However  this  technique  requires  that  the 
non‐viral gene complexes first must diffuse through the vitreous before they can reach the retina and 
RPE cells.  
Vitreous is a highly hydrated (98% water) transparent biogel consisting mainly of collagen (~ 
300  µg/ml),  hyaluronan  (65‐400  µg/ml)  and  proteoglycans  containing  chondroitin  sulphate  and 
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heparan sulphate  (18). Besides these components, vitreous also contains non‐collagenous proteins, 
serum components and low numbers of cells (hyalocytes) (18, 19). The gel‐like behaviour of vitreous 
arises from an ordered 3‐dimensional network of collagen fibrils bridged by proteoglycans filaments. 
Hyaluronan  is  known  to  bind  the  chondroitin  sulphate  part  of  proteoglycans  and  to  fill  up  the 
interfibrillar spaces (18, 19).  
Considering  its structure and composition, vitreous may decrease non‐viral gene transfer to 
the  retina  and  RPE  cells  in  different ways.  First,  binding  of  negatively  charged  glycoaminglycans 
(GAGs) like chondroitin sulphate, heparan sulphate, and hyaluronan to the (mostly) cationic non‐viral 
gene complexes might release the pDNA from the complexes or change the charge and size of the 
complexes, thereby affecting their cellular uptake or intracellular behaviour (20‐22). Second, vitreous 
may act as a molecular sieve that limits the transport of the injected non‐viral gene complexes (23). 
Finally, gene complexes may stick to e.g. collagen fibrils in the vitreous. 
Besides the recent work of Pitkänen et al. (23) no information about the influence of vitreous 
on non‐viral gene delivery to the retina is available. Although Pitkänen et al. showed for the first time 
in  vitro  that non‐viral  gene delivery  to RPE  cells  is  substantially  limited by  the  vitreous,  the exact 
mechanism(s) by which this occurs is still not completely known. Knowledge on how vitreous  limits 
non‐viral gene transfer may help  in the development of new, more promising non‐viral carriers for 
DNA and siRNA delivery to the retina. Therefore, the aim of this work was to elucidate how vitreous 
impedes  non‐viral  gene  transfer.  In  a  first  approach,  the  mobility  of  FITC‐dextrans  (FD)  and 
fluorescent polystyrene nanospheres, as models for the more complicated non‐viral gene complexes, 
was studied in vitreous using fluorescence recovery after photobleaching. In further experiments, the 
mobility of PEG  coated polystyrene nanospheres,  lipoplexes, and PEG  coated  LPXs  in vitreous was 
also determined. Finally we studied whether vitreous releases plasmid DNA (pDNA) from LPXs. 
 
 
MATERIALS AND METHODS 
 
Vitreous 
 
Vitreous gel came from bovine eyes obtained from the local abattoir. The bovine eyes were 
enucleated within  half  an  hour  after  the  animals were  slaughtered  and were  transported  to  the 
laboratory  in  ice‐cold  Krebs‐Ringer  bicarbonate  solution.  The  fresh  bovine  eyes were  cleaned  of 
extra‐ocular  tissue  and  opened with  a  scalpel.  Subsequently  the  vitreous was  carefully  collected 
without affecting the retina.  
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FITC‐dextans and fluorescent nanospheres 
 
FITC‐dextrans with a molecular weight of 2 × 106 (FD2000), 4.64 × 105 (FD464), and 1.67 × 105 
g/mol  (FD167)  were  obtained  from  Sigma‐Aldrich  (Bornem,  Belgium).  Fluorescent  (yellow‐green) 
polystyrene  nanospheres  (NS)  of  different  sizes,  bearing  carboxylgroups  on  their  surface,  were 
purchased  from Moleclular Probes  (Eugene, OR). The average hydrodynamic diameter of  the FITC‐
dextrans  and  the  nanospheres  (NS)  was  determined  by  dynamic  light  scattering  (DLS),  using  an 
Autosizer 4700 (Malvern, Worcestershire, UK). For this purpose the FITC‐dextrans and nanospheres 
were dissolved/dispersed in HEPES buffer (20 mM HEPES, pH 7.4). For the nanospheres also the zeta 
potential  (ζ) was measured by determining  the electrophoretic mobility using a Malvern Zeta‐sizer 
2000 (Malvern, Worcestershire, UK). The hydrodynamic diameter and zeta potential (mean ± SD) of 
the FITC‐dextrans and nanospheres are summarized in Table 1. The nanospheres with diameter of 37 
nm, 120 nm, 182 nm and 540 nm will be refered to as NS37, NS120, NS182 and NS540, respectively. 
 
PEG coating of the fluorescent polystyrene nanospheres 
 
Fluorescent polystyrene nanospheres were coated with increasing amounts of Pluronic F‐127 
(Sigma‐Aldrich), which  is a block‐copolymer of polyethylene glycol  (PEG) and polypropylene oxide, 
using  the  following procedure: 150 µl of sonificated  (during 10 minutes) polystyrene nanospheres, 
containing 7  x 1014 NS37, 2 X 1013 NS120 and 6 X 1012 NS540 nanospheres/ml,  respectively, were 
mixed  with  850  µl  distilled  water  and  2  ml  of  a  Pluronic  F‐127  solution  in  distilled  water.  The 
concentration of the Pluronic F‐127 solutions ranged from 0 to 10 mg/ml, leading to final Pluronic F‐
127  concentrations  in  the nanosphere dispersions between 0 and 6.7 mg/ml. After  vortexing,  the 
nanospheres  were  incubated  during  1  hour  at  room  temperature.  Subsequently,  500  µl  of  the 
nanosphere  suspension was  transferred  into  a Microcon  YM–100  centrifugal  filter device  (MWCO 
100  000)  (Millipore,  Billerica,  USA)  and  centrifuged  during  12  minutes  at  14000  ×  g.  After 
centrifugation  the concentrate with  the Pluronic  coated nanospheres was collected by placing  the 
sample reservoir upside down in a new vial and spinning again 3 minutes at 1000 × g. The volume of 
the  collected  nanospheres was  adjusted  to  500  µl with  HEPES  buffer  and  the  size  and  the  zeta 
potential of the pluronic coated nanospheres was determined as described above (Table 1).  
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Preparation and purification of plasmid DNA 
 
The pDNA used  in this study consisted of 5803 base pairs and contained as a reporter gene 
secretory alkaline phosphatase  (SEAP) under  the control of a simian virus 40 promoter. The pDNA 
was amplified  in Escherichia coli and purified as previously described (24). The pDNA concentration 
was  set  at 1.0 mg/ml  in HEPES buffer  assuming  that  the  absorption of 50 µg DNA/ml  at 260 nm 
equals one. The pDNA showed a high purity as the 260 nm/280 nm absorption ratio was between 1.8 
and 2.0. 
 
Preparation of cationic liposomes 
 
The phospholipids DOTAP (N‐(1‐(2,3‐dioleoyloxy)propyl)‐N,N,N‐trimethylammoniumchloride, 
DOPE    (dioleoylfosfatidylethanolamine),  DSPE‐PEG  (distearoyl  fosfatidylethanolamine 
polyethyleneglycol) and FITC‐DOPE (fluorescein isothiocyanate dioleoylfosfatidylethanolamine) were 
purchased from Avanti Polar Lipids (Alabaster, AL, USA).  
Cationic  liposomes  (LPS)  containing DOTAP and DOPE  in a 1:1 molar  ratio with 0.1 mol % 
FITC‐DOPE  and  0  to  16.7 mol %  DSPE‐PEG were  prepared  as  previously  described  (24).  Cationic 
liposomes containing DOTAP and DOPE in a 1:1 molar ratio with 0.1 mol % FITC‐DOPE and 0 to 16.7 
mol % DSPE‐peg were prepared as  follows. The  lipids were dissolved  in a 1:1  (volume) mixture of 
chloroform:methanol. Subsequently, the solution of lipids was placed in a round‐bottomed flask and 
the solvents were evaporated under vacuum at 30°C. The resulting lipid film was further dried under 
a flow of  nitrogen for 1 h. The lipids were resuspended in HEPES buffer (20 mM HEPES, pH 7.4) at a 
final concentration of 5mM DOTAP and rehydrated overnight at 4°C to form cationic liposomes. The 
resulting liposomes were extruded at room temperatuur through a polycarbonate membrane with a 
pore size of 0.1 µm using the Avanti Polar Lipids Mini‐extruder. 
The hydrodynamic diameter and the zeta potential of the cationic liposomes were measured 
as described above for the fluorescent nanospheres and are reported in Tabel 1. 
 
Preparation of lipoplexes  
 
Lipoplexes (with different percentages of DSPE‐PEG) were prepared at a +/‐ charge ratio of 4 
as described before (24), the +/‐ charge ratio being defined as the ratio of the number of the positive 
charges  (originating  from  DOTAP)  to  the  number  of  the  negative  charges  (originating  from  the 
pDNA). Briefly, pDNA was first diluted (0.41 mg/ml) and subsequently added to an equal volume of 
(pegylated)  cationic  liposomes  (5mM  DOTAP).  Immediately  after  the  addition  of  pDNA  to  the 
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liposomes,  HEPES  buffer  was  added  till  the  final  concentration  of  pDNA  was  0.126  mg/ml.  This 
mixture was then vortexed and incubated at room temperature for at least 30 minutes. The average 
hydrodynamic diameter and zeta potential of the LPXs were measured and are reported in Table 1. 
 
Agarose gel electrophoresis experiments 
 
To  know whether  vitreous  releases pDNA  from  the  cationic  (pegylated)  LPXs, 35 µl of  the 
LPXs was incubated with 65 µl 5 fold diluted vitreous at 37°C during 3 h. After incubating, 5 µl loading 
buffer  (50%  (w/v)  sucrose  in HEPES  buffer) was  added  to  50  µl  of  the  lipoplex/vitreous mixture. 
Subsequently,  25  µl  of  the  resulting  mix  was  loaded  on  a  1%  (w/v)  agarose  gel  prepared  in 
electrophoresis buffer (10.8 g/l TRIS base, 5.5 g/l boric acid an 0.85 g/l ethylene diaminetetraacetic 
acid). The gel was run at a voltage of 100 V for 1 h. After this time span the gel was incubated into an 
ethidium bromide bath (0.5 µg ethidium bromide per ml water). After 30 min the gel was illuminated 
with ultraviolet light and photographed. 
 
Nanoparticle  Size (nm) ζ  (mV)
FD167 
FD464 
FD2000 
NS37 
NS120 
NS182 
NS540 
Coated NS37 
Coated NS120 
Coated NS182 
Coated NS540 
LPS 0% PEG 
LPS 1.9% PEG 
LPS 3.8% PEG 
LPS 5.6% PEG 
LPS 9.1% PEG 
LPS 16.7% PEG 
LPX 0% PEG 
LPX 1.9% PEG 
LPX 3.8% PEG 
LPX 5.6% PEG 
LPX 9.1% PEG 
LPX 16.7% PEG  
18
30
64
37
120
182
540
61
132
220
575
134
126
131
136
134
98
233
252
200
252
128
106 
± 
±
±
± 
±
±
± 
±
±
±
±
±
±
±
±
±
±
±
±
±
±
±
± 
1
2 
7 
2 
2 
9 
10
6 
2 
1 
10
2 
1 
1 
1 
1 
1 
12
3 
1 
3 
2 
5 
‐50
‐42
‐47
‐54
‐17
‐14
‐8
‐15
50
31
28
18
15
14
39
15
15
16
8
0 
‐
‐ 
‐ 
±  
± 
± 
±  
± 
± 
± 
± 
± 
± 
± 
± 
± 
± 
± 
± 
± 
± 
± 
± 
 
 
9 
2 
4 
1 
10
1 
1 
1 
2 
3 
1 
2 
1 
2 
1 
1 
1 
1 
4 
1 
 
Table  1.  The  diameter  and  zeta  potential  (ζ)  of  FITC  dextrans,  polystyrene  nanospheres  ,  liposomes  and 
lipoplexes 
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Photobleaching experiments 
 
Fluorescence  recovery  after  photobleaching  (FRAP)  experiments  were  performed  to 
determine the mobility of FITC‐dextrans, fluorescent polystyrene nanospheres and fluorescent LPXs 
in  vitreous.  The  FRAP  experiments were done on  an  inverted  confocal  scanning  laser microscope 
(CSLM, model MRV 1024 UV, Bio‐Rad, Hemel Hempstead, UK) equipped with a 10×  lens  (CFI Plan 
Apochromat; Nikon, Badhoevedorp, The Netherlands).  
Basically,  as  illustrated  and  explained  in  Figure  1,  in  a  FRAP  experiment  the  fluorescent 
molecules or  fluorescent particles  in a  small area  (30 µm) of  the  (vitreous)  sample are  irreversibly 
photobleached by an  intense  laser beam  focused  in  the sample by  the objective  lens of  the CSLM. 
After  this  short  ‘bleaching  step’,  the  fluorescence  in  the  area  where  the  bleaching  occurred  is 
measured  in time at  low  laser power. Diffusion of fluorescent molecules (surrounding the bleached 
zone)  into  the bleached  area  leads  to  a  recovery of  fluorescence  in  the photobleached  area.  The 
diffusion coefficient  (D) and  the  fraction of mobile molecules  (k) can be derived  from  the rate and 
amount of  recovery of  fluorescence  in  the bleached zone by  fitting  the data points  to appropriate 
equations (25). Detailed information on both the experimental settings used in the FRAP experiments 
as  well  as  the  way  D  and  k  are  extracted  from  the  fluorescence  recovery  curve  was  descibred 
previously by our group (26). 
  For  FRAP  experiments  on  FITC‐dextrans,  fluorescent  polystyrene  nanospheres  and 
fluorescent LPXs in HEPES buffer, the solutions/dispersions were applied between a microscope slide 
and a cover slip. A double adhesive spacer of 120 µm thick  (Secure‐Seal Spacer, Molecular Probes, 
Leiden,  The  Netherlands)  was  placed  between  the  slide  and  the  cover  slip.  For  FRAP  on  FITC‐
dextrans, fluorescent polystyrene nanospheres and fluorescent LPXs  in vitreous, approximately 400 
µl of vitreous gel (from the central zone of the vitreous sample) was carefully removed with a small 
scalp  and  immediately  transferred  into  a well of  an  8 well plate with  a  glass bottom  suitable  for 
fluorescence microscopy   (Nalge Nunc International, Naperville, IL, USA). Subsequently, 40 µl of the 
FITC‐dextran  solutions,  fluorescent polystyrene nanospheres,  fluorescent  liposomes, or  fluorescent 
LPXs  was  injected  in  the  middle  of  the  vitreous  sample.  The  samples  were  gently  stirred, 
approximately 10 times, by hand with a plastic rod and the fluorescent molecules/nanoparticles were 
allowed  to spread  throughout  the sample  for 30  to 60 minutes at room  temperature before doing 
FRAP  measurements.  Also,  before  performing  photolysis  experiments  the  distribution  of  the 
fluorescent molecules/particles in the vitreous samples was visualized by CSLM. FRAP measurements 
were  performed  in  regions  of  the  vitreous    ‘far’  away  from  the  regions  were  the  fluorescent 
moleules/particles were injected in the vitreous.  The values for D and k mentioned are the mean of 
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3  independent  measurements.  For  each  measurement  another  vitreous  sample  was  used.  The 
following  concentrations were used  in  the FRAP experiments: 2 mg/ml  for FD2000, 1.5 mg/ml  for 
FD464, 4 mg/ml for FD167, 4 x 1013 nanospheres/ml for NS37 nanospheres, 3 x 1012 nanospheres/ml 
for NS120, 2 x 1011 nanospheres/ml for NS182, and 7 x 109 nanospheres/ml for NS540. 
 
Figure 1. (A)  FRAP experiment performed on vitreous containing PEG coated polystyrene nanospheres (NS37). 
The  first  image,  the  prebleach  image,  shows  the  sample,  before  bleaching.  Consequently,  in  a  small  area 
(typically 30 µm  in diameter) of  the vitreous  the polystyrene nanospheres are bleached by an  intense  laser 
beam  (image at  t=0). Next,  the  laser  intensity  is switched back  to a  low  intensity  to record  the  fluorescence 
recovery  in  the  bleached  area  over multiple  images  at  regular  time  intervals.  Details  on  the  experimental 
procedure were described by Braeckmans et al. (26). (B) The curve shows how the fluorescence in the bleached 
area recovers in time (F being the fluorescence in the bleached zone at time t, F0 being the fluorescence in this 
zone before bleaching). The fluorescence recovery is due to diffusion of bleached NS37 nanospheres out of the 
bleached area and diffusion of fluorescent NS37 nanospheres from the surrounding unbleached zone into the 
bleached area. The experimental data are indicated by (•). A best fit of the model (solid line) finally yields the 
diffusion coefficient (D) and the mobile fraction (k). 
 
The  concentration of  the  LPXs  in  the FRAP experiments was  set at 136 µM DOTAP. These 
concentrations of the different types of fluorescent molecules belonged to the concentration range 
wherein a linear relation existed between the fluorescence and the concentration of the fluorescent 
molecules/particles. Only under  these  conditions  accurate  FRAP measurements  can be performed 
(26). 
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RESULTS 
 
Mobility of FITC dextrans in vitreous 
 
Before  determining  the  diffusion  coefficient  of  the  FITC‐dextrans  in  vitreous  the  spatial 
distribution of the FITC‐dextrans  in the vitreous was visualized by CSLM. A homogeneous spreading 
of the FD2000 (Figure 3A) and the other FITC‐dextrans (data not shown) throughout the vitreous was 
observed.  This  suggests  that  the  FITC‐dextrans  do  not  drastically  bind  to  the  biopolymers  in  the 
vitreous and that they can move freely in the vitreous network. FRAP measurements confirmed this. 
Indeed, as summarized in Figure 2A, the mobile fraction (k) in vitreous for all FITC‐dextrans was 1.0, 
indicating that all the FITC‐dextrans are mobile in the vitreous. Consequently we calculated Dvit/DHB, 
being the ratio of the diffusion coefficient in vitreum (Dvit) to the diffusion coefficient in HEPES buffer 
(DHB): Dvit/DHB, which theoretically ranges between 0 and 1, indicates to which extent the biopolymer 
network  in  the vitreous decreases  the mobility of  the  fluorescent molecules/particles by a viscous 
drag  and/or  by  sterical  hindrance.  Figure  2A  reveals  that  the  FITC‐dextrans  in  vitreous  are  not 
drastically  hindred  as  their  diffusion  in  vitreous  was  slowed  down  by  only  a  factor  1.2  to  1.5 
compared with  their diffusion  in HEPES buffer. Figure 2A  further clearly  shows  that  the  larger  the 
FITC‐dextrans,  the  lower Dvit/DHB  , which should be explained by a stronger sterical retardation by 
the biopolymer network in the vitreous.  
 
Figure 2. (A) Dvit/DHB and k‐values for FITC‐dextrans in vitreous. (B) Dvit/DHB and k–values for the pluronic coated 
polystyrene  nanospheres  in  vitreous.  Each  value  is  the  mean  of  3  independent  measurements.  For  each 
measurement another vitreous sample was used. 
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Mobility of polystyrene nanopheres in vitreous 
 
In  contrast  to  the mixing of FITC‐dextrans with vitreous, mixing of  fluorescent polystyrene 
nanospheres with  vitreous did not  result  in  a homogeneous  spreading of  the nanospheres  in  the 
vitreous:  the  fluorescent nanospheres seemed  to stuck  to  large  fibril  like structures  in  the vitreous 
(Figure 3). We also performed FRAP experiments on these samples  , however, the fluorescence did 
not  recover  at  all  in  the  bleached  area  (k  =  0)  confirming  that  the  polystyrene  nanospheres, 
regardless of their size, were completely immobilized in vitreous.  
 
Figure  3.  Fluorescence microscopy  image  (CSLM) of  FD2000  FITC‐dextran  (A),  and NS37  (B), NS120  (C)  and 
NS540 (D) polystyrene nanospheres in vitreous. The white bars represent 100 µm. 
 
Mobility of pluronic coated polystyrene nanospheres in vitreous 
 
It  is  clear  from  Figure  3  and  photolysis  experiments  that  the  polystyrene  nanospheres 
strongly  bind  to  the  biopolymers  in  the  vitreous.  As  both  the  polystyrene  nanospheres  and  the 
biopolymers in the vitreous are negatively charged we speculate that the nature of this binding is not 
electrostatic but rather hydrophobic. Also, as collagen mainly consists out of the rather hydrophobic 
amino acids glycine, proline, and hydroxyproline, we may hypothesize  that  the  fibrils  to which  the 
polystyrene  nanospheres  bind  are  collagen  fibrils.  To  overcome  the  (hydrophobic)  binding  of  the 
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polystyrene  nanospheres  to  the  biopolymers  in  the  vitreous, we  proposed  to  attach  hydrophillic 
polyethylene glycol  (PEG) chains at  the surface of  the nanospheres by coating  them with pluronic. 
Different  concentrations  of  pluronic  were  tested:  at  a  pluronic  concentration  of  6.7  mg/ml  the 
nanospheres  had  reached  a  zeta  potential,  which,  depending  on  the  nanosphere  size,  ranged 
between – 8 mV and –17 mV (Table 1). This concentration of pluronic (6.7 mg/ml) was used in all our 
experiments  fot  coating  the nanospheres. We  also observed  that  the  coating of  the nanospheres 
with this concentration caused a moderate increase in the size of the nanospheres (Table 1), as can 
be expected.  
After mixing  the pluronic coated nanospheres with vitreous a homogeneous spreading was 
now observed  in all cases, except  for the  largest  (575 nm) nanospheres  (data not shown). Figure 1 
shows  the  typical outcome of a FRAP experiment on pluronic coated nanospheres  in vitreous:  the 
nanoparticles seem to be mobile  in vitreous, as the  fluorescence completely recovers  (k‐values did 
not  significantly  differ  from  1.0),  clearly  different  from  the  behaviour  of  non‐coated  polystyrene 
nanospheres which were completely immobile in vitreous. The results of the FRAP measurements on 
PEG  coated  polystyrene  nanospheres  are  summarized  in  Figure  2B.  When  compared  with  their 
diffusion  in buffer,  the NS37, NS120 and NS182 coated nanospheres diffused  respectively 1.4, 2.1, 
and 3.4 times slower in vitreous. As observed for the FITC‐dextrans (Figure 2A), the larger the coated 
nanospheres,  the  lower  Dvit/DHB,  indicating  that  the  (sterical)  hindrance  of  the  diffusion  by  the 
vitreous network is stronger for the larger coated nanospheres than for the smaller ones.  
 
Stability of lipoplexes in vitreum  
 
After  the preparation of  the  fluorescent  LPXs  their  size  and  zeta potential was measured. 
Table 1 shows  that,  the higher  the amount of pegylated  lipids  (DSPE‐PEG)  in  the LPXs,  the smaller 
they are and the lower their zeta potential . 
Before performing FRAP experiments on LPXs in vitreous we first checked whether the LPXs, 
being  complexes  between  negatively  charged  pDNA  and  cationic  lipids,  stay  intact  in  vitreous. 
Indeed,  disassembling  of  the  fluorescent  LPXs  into  liposomes  and  free  pDNA  would  lead  to  an 
incorrect interpretation of the FRAP results. Therefore, the dissociation of LPXs with increasing mol % 
DSPE‐PEG in vitreous and HEPES buffer (control) was determined via gelelectrophoresis. None of the 
LPXs released pDNA upon 3 hours incubation with HEPES buffer (data not shown) or vitreous (Figure 
4). Moreover, all the fluorescent liposomes and pDNA clearly co‐localized in the slots of the agarose 
gel, indicating that no free fluorescently labelled lipids were present.  
 
CHAPTER 3 – VITREOUS: A BARRIER TO NON-VIRAL OCULAR GENE THERAPY 
 
 
70 
 
Figure 4. Agarose  gel  after  electrophoresis on  fluorescent  lipoplexes  (with  increasing  amount of DSPE‐PEG) 
mixed with vitreous for 3 h . (A) Agarose gel before staining with ethidium bromide showing the localization of 
the fluorescent lipids  upon UV illumination. (B) Agarose gel after staining with ethidium bromide showing the 
localization of pDNA. The amount of pDNA, either free or complexed, loaded in each slot equaled 0.91 µg. 
 
 
Mobility of lipoplexes in vitreous 
 
Fluorescent LPXs containing an increasing amount of pegylated lipids (DSPE‐PEG) were mixed 
with vitreous and visualized by CSLM before performing FRAP experiments. LPXs without DSPE‐PEG 
clearly aggregated in vitreous as large fluorescent clusters were observed (Figure 5A). Incorporation 
of small amounts of DSPE‐PEG (1.9% and 3.8%) in the LPXs partially protected them from aggregation 
in the vitreous (Figure 5B and 5C). However, the  lowly pegylated LPXs still showed the tendency to 
bind to the fibrillar network  in the vitreous. Further  increasing the degree of pegylation of the LPXs 
(to 5.6% and 9.1% DSPE‐PEG) completely prevented aggregation in the vitreous, however, binding of 
the  LPXs  to  the biopolymers  in  the  vitreous  still occured  (Figure  5D  and  5E). We discovered  that 
further increasing the amount of DSPE‐PEG (to 16,7 mol %) prevented both aggregation of the LPXs 
in  the  vitreous  as well  as  binding  of  LPXs  to  the  fibrils  in  the  vitreous.  Indeed,  a  homogeneous 
spreading of non‐aggregated LPXs was observed when they contained 16.7 mol % DSPE‐PEG (Figure 
5F).  
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Figure 5. Fluorescence microscopy images (CSLM) of lipoplexes (with increasing mol % DSPE‐ PEG) in vitreous: 0 
mol %  (A), 1.9 mol %  (B), 3.8 mol %  (C), 5.6 mol %  (D), 9.1 mol %  (E)  and 16.7 mol %  (F). The white bars 
represent 50 µm. 
 
FRAP measurements on LPXs  in vitreous could only be performed on  the  latter LPXs. FRAP 
experiments on these 16.7 mol % DSPE‐PEG containing LPXs revealed that they were indeed mobile 
in vitreous: Dvit/DHB equalled 0.53±0.02 being similar to the Dvit/DHB value obtained for the pluronic 
coated NS120 nanospheres wich have a comparable size as the LPXs containing 16.7 mol% DSPE‐PEG. 
The k‐value of these highly pegylated LPXs did not significantly differ from 1, confirming that these 
LPXs were not  immobilized by  the vitreous. Besides FRAP measurements on  the pegylated LPXs  in 
vitreous we also performed measurements on pegylated liposomes differing in amount of DSPE‐PEG. 
Similar observations were made as for the pegylated LPXs (data not shown). 
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DISCUSSION 
 
Delivery of therapeutic DNA or siRNA to the retina may be promising to treat many severe 
retinal eye diseases  like RP and PVR  (4, 5). Subretinal  injection of viral gene carriers has proven  to 
lead to a correction of the genetic defect in animal models (13, 14). Unfortunately, viral gene carriers 
have  many  disadvantages  (15‐17)  and  repeated  subretinal  injection  is  not  without  any  risk. 
Therefore, intravitreal injection of non‐viral gene complexes may form a safer alternative for treating 
severe eye diseases. However, taking  into account the size (20‐500 nm) and the cationic surface of 
the nowadays studied non‐viral carriers, vitreous may decrease their efficiency in various ways. First, 
as proposed by the group of Urtti et al., the negatively charged GAGs present  in the vitreous might 
bind  to  the gene complexes, which can subsequently  lead  to a dissociation of  the gene complexes 
and/or alteration of their cellular uptake and intracellular processing (21, 22). Second, the mobility of 
the  gene  complexes  in  the  vitreous  can  be  restricted  in  two  ways:  they  might  (a)  stick  to  the 
biopolymers  in  the  vitreous,  and/or  (b)  be  sterically  hindered  by  the  3‐dimensional  biopolymer 
network  in  the vitreous. The aim of  this  study was  to contribute  to a better understanding of  the 
vitreous barrier for non‐viral gene complexes hoping to obtain useful insights for improving non‐viral 
ocular gene therapy.  
In  a  first  approach we  studied  the  diffusion  of  FITC‐dextrans  and  fluorescent  polystyrene 
nanospheres  in  vitreous  by  FRAP.  The  FITC‐dextrans  up  to  a  size  of  64  nm, were  able  to  diffuse 
through the vitreous, almost as fast as in water (Figure 2A), indicating that the interfibrillar spaces in 
the  vitreous  are  large  enough  to  allow  a  more  or  less  free  passage  of  FITC‐dextrans.  Similar 
observations have been reported in studies dealing with the mobility of  FITC‐dextrans and proteins 
in colon and cervical mucus (27‐30).  
Mixing   of polystyrene nanospheres  (37  to 540 nm  large) with vitreous  showed  that  these 
polystyrene  nanospheres  stuck  to, most  likely,  collagen  fibers within  the  vitreous  (Figure  3).  This 
sticking is probably due to hydrophobic interactions. Similar observations were reported by Olmsted 
et  al.  in  cervical  mucus  (27):  after  mixing  polystyrene  nanospheres  within  cervical  mucus  the 
nanospheres  stucked  tightly  to  the  mucins  which  collapsed  the  mucus  gel  into  thick  cables  of 
aggregated mucin strands.  
It  is well  known  that  coating of nanoparticles with polyethylene  glycol  can  avoid  aspecific 
adsorption  of  proteins  to  the  surface  of  nanoparticles wich  increases  their  circulation  time  after 
intravenous  administration  (31‐33).  In  this  study,  pegylation  of  the  nanospheres  prevented  them 
from sticking to the collagen fibers and rendered them mobile  in the vitreous.   As observed for the 
FITC‐dextrans,  the  larger  the  pluronic  coated  nanospheres  the  stronger  the  retardation  by  the 
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vitreous due  to  a  stronger  sterical hindrance by  the  vitreous network.  From  the observation  that 
pluronic  coated  nanospheres  of  575  nm  in  diameter  did  not  spread  homogeneously  anymore 
throughout the vitreous after mixing, but remained localised near the injection site, we can conclude 
that the maximum particle size that allows diffusion through the vitreous is situated between 220 nm 
and 575 nm. 
In our study both the non‐pegylated as well as the pegylated LPXs  incubated  in vitreous did 
not dissociate (Figure 4) which is in disagreement with previously reported data. Indeed, Ruponen et 
al. showed that solutions of chondroitin sulphate B/C, heparan sulphate and hyaluronic acid, induce 
some DNA release from non‐pegylated DOTAP:DOPE LPXs (20). This discrepancy may be explained by 
differences  in  interactions  between  LPXs  and GAGs  respectively  in  a  solution  (as  in  the  study  of 
Ruponen et al.) and in real vitreous gel (as in our experments).  
The aggregation of (non pegylated) cationic LPXs which we clearly observed in vitreous may 
explain the results of Pitkänen et al (23). They found that the cellular uptake of cationic DOTAP LPXs 
was much more affected by a thin layer of vitreous than the cellular uptake of neutral FITC‐dextrans 
with a size comparable to that of the LPXs (before aggregation). The aggregation may be explained by 
the  fact  that  negatively  charged  polymers  like  GAGs  are  known  to  bind  to  cationic  LPXs:  this 
neutralizes the positive zeta potential of the LPXs which favours their aggregation (34‐36). 
Moderate pegylation of cationic LPXs seems to avoid aggregation of the LPXs in the vitreous. 
Moreover, when high mol% DSPE‐PEG (16.7 %) are incorporated into the LPXs, the interactions with 
the to fibrillar structures in the vitreous can be circumvented and the LPXs render mobile (Figure 5F). 
The  observation  that  nanoparticles with  comparable  size,  namely DOTAP:DOPE  LPXs with 
16.7 mol% DSPE‐PEG (± 106 nm) and NS120 (± 132 nm) and FD2000 (± 64 nm) and the coated NS37 
spheres (± 61 nm), are equally retarded by the vitreous, indicates that nanoparticles of the same size, 
and with a neutral and hydrophilic surface, are equally slowed down by the vitreous network. 
As outlined in the introduction, this study is a part of research which aims to understand the 
barrier of vitreous towards gene complexes  injected  intravitreally. A major question being whether 
intact  (non‐aggregated,  non‐diassembled)  gene  complexes  can  reach  the  retina  after  intravitreal 
injection. The data on mobility, agrregation, and stability of LPXs  in vitreous presented  in this study 
will certainly contribute to answering this question. However, we would like to put some important 
remarks that one has to keep in mind. Firstly,  the transport of drugs in vitreous in vivo does not only 
occur by diffusion but may also occur by convection  in the vitreous  (37). This should be taken  into 
account when studying the question whether the nanoparticles will be able  to reach the retina after 
intravitreal  injection. For small drugs, convection plays a minor role, but for  large (slower diffusing) 
drugs,  convection  becomes  more  important  (38).  Also,  the  contribution  of  convection  to  drug 
transport  in  the  vitreous  becomes more  important  in  larger  animal  species  (like  humans) where 
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convection accounts for roughly 30% of the total drug transport (37). Secondly, in this study we used 
bovine  vitreous.  The  structural  components of human  and bovine  vitreous  are  the  same, but  the 
exact organisation may differ. Nevertheless,  it  is highly probable  that  the human vitreous  forms a 
similar diffusive barrier  for nanoparticles as  the bovine gel  (23). Thirdly, we have  to  consider  that 
manipulation of the vitreous can lead to alteration of the network structure, which may influence the 
macromolecular transport. Indeed, manipulation of the vitreous may lead to aggregation of collagen 
and hence redistribution of the macromolecules. On the other hand, human vitreous gel undergoes 
progressive  liquefaction  with  age  (18,  39),  and  the  conditions  for  permeation  also  vary  in  vivo. 
Fourthly,  in this research we focused on transport  in the central parts of the vitreous samples. One 
has  to  be  aware  that  the  cortical  vitreous  zone,  which  contains  a  denser  arranged  network  of 
collagen, and the inner limiting lamina may be important additional barriers to the diffusion of gene 
complexes into the retina. 
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ABSTRACT 
 
The  retinal  pigment  epithelium  (RPE)  is  a  potential  tissue  for  gene  therapy.  We  recently 
demonstrated  that pegylation of  lipoplexes prevents  their  aggregation  in  the  vitreous of  the  eye. 
However, pegylation of lipoplexes may affect their gene transfer capacity. Therefore we studied the 
effect of pegylation of lipoplexes on the transfection of RPE cells.  
“Pre‐pegylated”  lipoplexes were prepared by mixing pDNA with pegylated  liposomes, while  “post‐
pegylated”  lipoplexes  were  obtained  by  pegylation  of  (non‐pegylated)  cationic  liposome/DNA 
complexes with  PEG‐Ceramides.  Pre‐pegylation  of  lipoplexes  severely  inhibited  their  transfection 
efficacy.  The  poor  transfection was  attributed  to  an  inefficient  and  slower  internalization  of  pre‐
pegylated  lipoplexes by RPE cells, compared to non‐pegylated  lipoplexes. In addition, pre‐pegylated 
lipoplexes also remained entrapped in the endosomes of the RPE cells. In contrast, post‐pegylation of 
the lipoplexes with PEG‐ceramides strongly improved their transfection efficiency. As PEG‐Ceramides 
are  believed  to  leave  the  lipoplexes  upon  contact with  the  cell membranes,  this  “de‐pegylation” 
results in non‐pegylated lipoplexes which successfully escape from the endosomes. 
In conclusion, post‐pegylation of lipoplexes with PEG‐Ceramides appears to be an attractive strategy 
to deliver therapeutic DNA to RPE cells as (a) it prevents the lipoplexes from aggregation in vitreous 
and  (b)  de‐pegylation  upon  contact  with  RPE  membranes  results  in  successful  DNA  delivery.
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Chapter 4 
Post‐pegylated lipoplexes are promising 
vehicles for gene delivery in RPE cells 
 
 
INTRODUCTION 
 
In the last few years  important progress in the understanding of the molecular pathology of 
ocular  disorders  has  been made.  To  date  approximately  150  retinal  disease  loci with  90  disease‐
causing genes have been identified (1). Knowledge of the genetic basis of retinal diseases may allow 
to  treat  these disorders by  gene  therapy.  Some  retinal diseases mainly  affect  the  retinal pigment 
epithelium (RPE) cells while others involve the photoreceptors and the microvasculature of the retina 
or choroid (2, 3). 
Since RPE integrity and function are essential for neural retina homeostasis and play a major 
role  in ocular diseases associated with  senescence  (e.g. age  related macular degeneration  (AMD)) 
and in diseases associated with dystrophies of the photoreceptors (4), the RPE is a promising target 
tissue for gene delivery. RPE cells may either be a recipient of gene therapy as such (e.g. in AMD or 
proliferative vitreoretinopathy) or serve as a platform for the secretion of transfected growth factors 
in diseases involving degeneration and neovascularization.  
Considerable  progress  has  been made  in  ocular  gene  therapy  using  recombinant  adeno‐
associated vectors (rAAV) and lentivirus‐based vectors (1). For example, the most spectacular success 
in ocular gene therapy by rAAV vectors has been reported by Acland et al. (5) in the canine model of 
Leber  Congenital Amaurosis,  one  of  the most  clinically  severe  retinal  degenerations  causing  near 
total blindness  in  infancy; a single subretinal  injection of  rAAV vectors containing  the normal gene 
(RPE65) was sufficient to restore retinal function and vision.  
In spite of their lower transfection efficiency, non‐viral DNA carriers (e.g. cationic liposomes) 
remain  of  interest  for  gene  delivery  to  RPE  cells  as  they may    bypass  the  potential  hazards  and 
immune reactions associated with viral vectors (4, 6‐11). They are relatively non‐immunogenic, are 
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safe and have  low  toxicity. Furthermore,  they are easy  to handle and can be produced on a  large 
scale (12).  
This study describes strategies to  improve the transfer of DNA to RPE cells by cationic  lipid 
based carriers. “Lipoplexes”, which are  typically hundreds of nanometers  in  size, are complexes of 
negatively  charged  plasmid  DNA  (pDNA)  and  cationic  liposomes  (Figure  1).  It  is well  known  that 
parenterally administrated drugs have poor access to the RPE (13), which necessitates intravitreal or 
subretinal  injection  of  the  lipoplexes.  However,  we  have  recently  demonstrated  that  cationic 
lipoplexes strongly aggregate when exposed to the vitreous (14). Such aggregates of  lipoplexes are 
completely  immobilized  in  the vitreous gel and, consequently,  the  lipoplexes are not able  to reach 
the neural retina or the RPE. We have shown that the aggregation of cationic  lipoplexes  in vitreous 
can  be  avoided  by  coating  them with  the  hydrophilic  (neutral)  polymer  polyethyleneglycol  (PEG; 
Figure 1A). Nevertheless, one has to keep in mind that even when lipoplexes are able to travel trough 
the vitreous body, the neural retina may still pose an important barrier on their way to the RPE cells. 
 
 
 
 
Figure 1. Schematic representation of the preparation of pre‐pegylated lipoplexes (Panel A) and post‐pegylated 
lipoplexes (Panel B). Pre‐pegylated lipoplexes result from the complexation between pegylated liposomes and 
pDNA.  Post‐pegylated  lipoplexes  are made  by  the mixing  of  PEG  containing  lipids  (i.e.  PEG‐ceramides)  and 
preformed non‐pegylated lipoplexes. 
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The  incorporation  of  PEG  in  gene  therapy  vectors  is  a well  recognized  strategy  to  avoid 
aggregation of  lipoplexes  in extracellular matrices,  like vitreous (14) and mucus (15), and to reduce 
the  vector  toxicity  (16).  While  “pegylation”  of  lipoplexes  improves  their  “journey”  through  the 
extracellular  matrices,  it  has,  however,  been  reported  that  pegylation  lowers  the  transfection 
efficiency  of  lipoplexes  in  different  cell  types  (17‐20).  For  example,  Deshpande  et  al.  (17) 
demonstrated  that  pegylation  lowers  the  cellular  interaction  and  internalization  of  cationic 
polymer/DNA complexes by  A549, HepG2 and Cos7 cells, probably due to the steric stabilization of 
the complexes imparted by the PEG chains at the surface of the polymer DNA complexes. In addition, 
Song et al. showed that although pegylation in Hela and HepG2 cells did not alter the cellular uptake 
it did  inhibit  the  escape  of  the  lipoplexes  from  the  endosomes,  a  critical  step  in  the  transfection 
process by non‐viral DNA carriers (20). The findings of Song et al. suggest that while the PEG chains 
do not necessarily prevent the (electrostatic) lipoplex‐cell membrane interactions that are necessary 
for endocytosis, the contact between the lipoplexes and the endosomal membranes is not sufficient 
to enable lipid exchange and subsequent endosomal release of the lipoplexes.  
The aim of the first part of the present study was to evaluate whether pegylated  lipoplexes 
succeed or  fail  in  the  transfection of RPE cells.  Indeed,  it  turned out  that  lipoplexes pegylated  in a 
‘conventional’ manner (termed ‘pre‐pegylated’ lipoplexes in the continuation of this study, see below 
and  in  Figure  1A)  fail  to  do  so.  As  a  result,  the  second  and major  part  of  study was  to  design 
pegylated  lipoplexes  that  cause  an  efficient  transfection of RPE  cells. As  explained  in more detail 
below, we designed ‘post‐pegylated’ lipoplexes (Figure 1B) and studied (a) their capacity to transfect 
RPE cells and (b) their behaviour in the vitreous. 
 
Materials and methods 
 
Cell lines 
 
  Cos7  cells  (African Green Monkey, kidney  fibroblast  cell  line; ATCC number CRL‐165) were 
cultured  in  Dulbecco’s  modified  Eagle’s  medium  (DMEM)  at  37°C  in  a  humified  atmosphere 
containing 5% CO2. The retinal pigment epithelial cell  line (D407)(21), which are named RPE cells  in 
this  chapter,  was  provided  by  Dr.  Richard  Hunt  (University  of  South  Carolina,  Medical  School, 
Columbia, USA). The cells were also cultured in DMEM at 37°C in a humified atmosphere containing 
5% CO2. The DMEM (with phenol red) contained 2mM glutamine, 10% heat deactivated fetal bovine 
serum  (FBS),  penicillin  (100U/ml)  and  streptomycin  (100µg/ml).  All  the  culture  reagents  were 
obtained from Gibco (Merelbeke, Belgium). 
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Bovine vitreous 
 
Fresh bovine eyes were obtained  from a  local abattoir and enucleated within half an hour 
after  the  animals  had  been  slaughtered.  The  eyes were  transported  to  the  laboratory  in  ice‐cold 
Krebs‐Ringer bicarbonate solution and cleaned of extra‐ocular tissue. After opening with a scalpel the 
vitreous was carefully collected without affecting the retina.  
 
Preparation and purification of plasmid DNA 
 
The pDNA used  in this study was the pGL‐Control vector, consisting of 5256 base pairs and 
containing as a reporter gene firefly luciferase under the control of a simian virus 40 promoter. The 
pDNA  was  amplified  in  Escherichia  coli  and  purified  as  previously  described  (22).  The  pDNA 
concentration was  set  at  1.0 mg/ml  in  HEPES  buffer  (20 mM  HEPES,  pH  7.4)  assuming  that  the 
absorption  of  50  µg DNA/ml  at  260  nm  equals  one.  The  pDNA  showed  a  high  purity  as  the  260 
nm/280 nm absorption ratio was between 1.8 and 2.0. 
 
Preparation of cationic liposomes 
 
The  phospholipids  DOTAP  (N‐(1‐(2,3‐dioleoyloxy)propyl)‐N,N,N‐
trimethylammoniumchloride), DOPE  (dioleoyl‐phosphatidylethanolamine) and DSPE‐PEG (distearoyl‐
phosphatidylethanolamine‐polyethyleneglycol) were purchased  from Avanti Polar Lipids  (Alabaster, 
AL, USA). To fluorescently label the liposomes cholesteryl  Bodipy FLC12 (cholesteryl 4,4‐difluoro‐5,7‐
dimethyl‐4‐bora‐3a,4a‐diaza‐s‐indacene‐3‐dodecanoate)  was  used  (Molecular  probes,  Eugene 
Oregon, USA). 
Cationic  liposomes containing  the  cationic  lipid DOTAP and  the neutral  lipid DOPE  in a 1:1 
molar ratio with 0.1 mol% Bodipy  label and 0 to 16.7 mol% DSPE‐PEG were prepared as previously 
described (15).  
The weight‐average hydrodynamic diameter of  the  liposomes was determined by dynamic 
light scattering  (DLS), using an Autosizer 4700  (Malvern, Worcestershire, UK). For  this purpose  the 
liposomes  were  dispersed  in  HEPES  buffer  (20  mM  HEPES,  pH  7.4).  The  zeta  potential  (ζ)  was 
measured  by  determining  the  electrophoretic mobility  using  a Malvern  Zeta‐sizer  2000  (Malvern, 
Worcestershire, UK). The average hydrodynamic diameter of the DOTAP /DOPE liposomes was 135 ± 
2 nm, 125 ± 1 nm, 130 ± 1 nm and 97 ± 1 nm  (mean ± SD)  for  liposomes containing 0 mol%, 1.9 
mol%,  3.8 mol%,  and  16.7 mol% DSPE‐PEG,  respectively.  The  zeta  potential  of  the DOTAP/DOPE 
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liposomes was 51 ± 2 mV, 32 ± 2 mV, 27 ± 2 mV, and 14 ± 1 mV for liposomes with 0 to 16.7 mol % 
DSPE‐PEG, respectively.  
 
Preparation of pre‐pegylated lipoplexes 
  
“Pre‐pegylated”  lipoplexes  were  prepared  by  mixing  pDNA  with  pegylated  liposomes 
containing DSPE‐PEG as described previously (14). Briefly, diluted pDNA (0.41 mg/ml) was added to 
an equal  volume of pegylated  liposomes  (5 mM DOTAP)  resulting  in  a  final  +/‐  charge  ratio of 4. 
Immediately after the addition of pDNA to the cationic pegylated liposomes, HEPES buffer was added 
until  the  final  concentration  of  pDNA  was  0.126  mg/ml.  This  mixture  was  then  vortexed  and 
incubated at  room  temperature  for 30 min. The diameter and  zeta potential of  the pre‐pegylated 
lipoplexes were measured as described above for the cationic liposomes and are reported in Table 1. 
 
Lipoplex    Size (nm) ζ  (mV) 
Non‐pegylated 
Pre‐pegylated 
 
 
Post‐pegylated 
 
 
1.9 mol% DSPE‐PEG 
3.8 mol% DSPE‐PEG 
16.7 mol% DSPE‐PEG  
1.9 mol% CerC8‐PEG 
3.8 mol% CerC8‐PEG 
16.7 mol% CerC8‐PEG 
1.9 mol% CerC16‐PEG 
3.8 mol% CerC16‐PEG 
16.7 mol% CerC16‐PEG 
222
238
206
123
232
232
234
215
228
219 
± 
±
±
± 
±
±
± 
±
±
± 
4
3 
5 
1 
10
9 
3 
3 
3 
8 
52 
15 
15 
1 
47 
46 
29 
37 
38 
32 
± 
±  
± 
± 
±  
± 
± 
± 
± 
± 
1 
5 
1 
2 
2 
1 
1 
5 
4 
1 
 
Tabel 1. Diameter and zeta potential (ζ) of the non‐pegylated, pre‐pegylated and post‐pegylated lipoplexes. 
  
 
Preparation of post‐pegylated lipoplexes 
 
“Post‐pegylated”  lipoplexes were prepared by pegylation of (non‐pegylated)  lipoplexes. The 
PEG‐lipids used  for  the coating were ceramide‐C8‐PEG  (CerC8‐PEG, where C8 denotes  the  fatty acyl 
chain  length)  and  CerC16‐PEG  both  purchased  from  Avanti  Polar  Lipids  (Alabaster,  AL,  USA).  The 
molecular weight of the PEG segment  in CerC8‐PEG and CerC16‐PEG equaled 2000 g/mol. The post‐
pegylation of the  lipoplexes occurred as follows. Non‐pegylated  lipoplexes were  incubated with the 
pegylated  lipids  during  1h  at  60°C;  the mol%  of  pegylated  lipids  equalled  1.9%,  3.8%  and  16.7%, 
respectively. Subsequently, the lipoplexes were cooled down to room temperature and immediately 
used  for experiments. The mean diameter and  zeta potential of  the post‐pegylated  lipoplexes are 
reported in Table 1. 
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Cell binding experiments 
 
D407 cells were seeded on glass‐bottomed cover slips  (MatTek corporation, Ashland, USA), 
with  a  density  of  2.8  x  104  cells  per well,  and  incubated  overnight.  The  next  day,  the  cells were 
incubated  for 15 min at 4°C. The  culture medium was  removed and  replaced by 200 µl  cold  (4°C) 
DMEM  containing  5µl  of  lipoplexes.  The  cells were  incubated  for  another  15 min  at  4°C  before 
microscopy experiments were performed on an inverted confocal scanning laser microscope (CSLM, 
MRC  1024  UV,  Bio‐Rad,  Hemel  Hempstead,  UK)  using  a  60x  water  immersion  lens  (Nikon, 
Badhoevedorp, The Netherlands).  
 
Cell internalization experiments 
 
D407 cells were seeded on glass‐bottomed cover slips as described above. The next day, the 
culture medium was  removed and  replaced by 200 µl warm DMEM  containing 5µl  lipoplexes and 
incubated at 37°C. The cells were subsequently studied by CSLM microscopy during 4 hrs. Next, the 
transfection mixture was removed, replaced by fresh culture medium and incubated at 37°C. Twenty 
four hrs after addition of the lipoplexes the cells were again visualized. 
 
Cell transfection experiments 
 
Cos7 and D407 cells were seeded  into 24‐well plates at a density of 4.8 x 104 cells per well. 
After  24  hrs  the  culture medium was  removed  and  the  cells were washed with  DMEM  at  37°C. 
Subsequently, DMEM (500 µl, 37°C) and lipoplexes (containing 2.5 µg pDNA) were added to each well 
and  incubated for respectively 2, 4, and 8 hrs at 37°C. Next, the transfection medium was removed 
and  replaced by 500 µl  culture medium after washing  the  cells with PBS. After 24 hrs  the  culture 
medium was removed and the cells were rinsed with PBS. Subsequently, the cells in each well were 
shaken with 80 µl of Cell Culture  Lysis Reagent  (Promega Corporation, Madison USA)  for 15 min. 
Twenty  µl  of  the  lysed  cells was  transferred  to  a  Lumitrack  200  96‐well  plate  (Greiner  Bio‐One, 
Wemmel,  Belgium).  The  luminescence was measured  on  a Glomax  (Promega)  luminiscence  plate 
reader after automatic injection of 100 µl luciferase substrate (Promega) in each well. The delay time 
and measurement  time  in  the  luminescence measurements were  2  s  and  10  s  respectively.    The 
protein content of each well (being a measure for the total number of cells per well) was measured 
by  the  Bradford  assay  (Pierce,  Rockford,  USA)(23).  This  allowed  normalization  of  the  luciferase 
activity. 
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Cytotoxicity assay 
 
Cells were seeded in 96‐well plates at a density of 7.8 x 103 cells per well and  incubated for 
24 hrs. Subsequently, the cells were transfected with lipoplexes (0.41 µg pDNA per well) as described 
above.  After  2  hrs  incubation  with  the  lipoplexes  the  transfection  medium  was  removed  and 
replaced with fresh culture medium. The next day, the cytotoxicity was determined using the EZ4U 
assay  (Biomedica Gruppe, Waver, Belgium), according  to  the manufacturer’s  instructions. Briefly, 1 
vial  of  EZ4U  substrate was  dissolved  in  2.5 ml  of  activator  solution.  Subsequently,  20  µl  of  this 
solution was added  to each well. The cells were  incubated  for 3 hrs at 37°C. The absorbance was 
measured at 450 nm  (with 620nm as  reference) on a Victor2 plate  reader  (Perkin Elmer‐Cetus Life 
Sciences, Boston, MA). Fenol treated cells  (10 mg  fenol/ml culture medium) were used as negative 
controls. 
 
Behaviour of post‐pegylated lipoplexes in vitreous  
 
Bovine vitreous was obtained as described above. 400 µl vitreous gel of the central zone of 
the vitreous sample was  transferred  into a well of an 8 well plate with a glass bottom suitable  for 
fluorescence microscopy  (Nalge Nunc  International, Naperville,  IL, USA). Subsequently, 40 µl of the 
Bodipy labeled lipoplexes was injected in the middle of the vitreous sample. The samples were gently 
stirred by hand with a plastic rod; subsequently  the  fluorescent  lipoplexes were allowed  to spread 
throughout the sample for 30 min at room temperature before visualizing the samples by CSLM. 
 
Statistical analysis 
 
Statistical significance of differences was evaluated by a two‐tailed unpaired Student t test. A 
value of P < 0.05 was considered significant. 
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RESULTS 
 
Transfection of Cos 7 and RPE cells by pre‐pegylated lipoplexes 
 
Figure  2  shows  the  effect  of  the  pegylation  degree  on  the  transfection  efficiency  of  pre‐
pegylated lipoplexes in RPE cells (D407 cells) and Cos7 cells. The presence of small amounts of PEG‐
lipids (1.9 mol% DSPE‐PEG)  in the  lipoplexes strongly decreased their ability to transfect D407 cells, 
while they kept on transfecting Cos7 cells. At moderate degree of pegylation  (3.8 mol% DSPE‐PEG) 
the  gene  expression  in  both  cell  types was  significantly  lower when  compared  to  non‐pegylated 
lipoplexes (p<0,05, unpaired t‐test). Gene transfer by highly pegylated  lipoplexes (16.7 mol% DSPE‐
PEG) was almost zero in both cell types.  
 
 
Figure 2. Luciferase expression per µg protein of D407 cells  (n=4) and Cos7 cells  (n=3)  transfected with pre‐
pegylated  lipoplexes containing  increasing amounts of DSPE‐PEG. The  luciferase expression per µg protein of 
D407 cells treated with non‐pegylated lipoplexes was set to 100. The cells were incubated with the lipoplexes 
for 2 hours. 
 
 
Besides the transfection efficiency the cytotoxicity of the pre‐pegylated  lipoplexes was also 
determined.  As  can  be  seen  in  Figure  3,  pre‐pegylated  lipoplexes  were  not  significantly  more 
cytotoxic to D407 cells and Cos7 cells than non‐pegylated lipoplexes. 
The disappointing transfection of D407 cells by pre‐pegylated  lipoplexes  led us to study the 
underlying mechanism.  In the following experiments we determined the extent of the effect of the 
PEG‐lipids  in  the  pre‐pegylated  lipoplexes  on  cell  binding,  cellular  internalization  and  endosomal 
escape.   
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Figure 3. Cell viability of D407 cells and Cos7 cells treated with pre‐pegylated lipoplexes containing increasing 
amounts of DSPE‐PEG. The cell viability of non‐treated cells was set to 100. 
 
Cell binding of pre‐pegylated lipoplexes 
 
The first step in in vitro transfection of cells is the binding of the gene complexes to the cell 
membrane. As Table 1 shows, pegylation significantly lowers the zeta potential (and thus the surface 
charge) of lipoplexes. Hence, incorporation of PEG‐lipids may alter the cell binding of the lipoplexes. 
Rather  surprisingly, as  the  images  in Figure 4  show, pegylation did not prevent  the binding of  the 
(even  highly  pegylated)  lipoplexes  to  D407  cells.  However,  non‐pegylated  and  pre‐pegylated 
lipoplexes clearly showed a different distribution along the cell membrane (Figure 4); while the non‐
pegylated  lipoplexes  bound  to  the  D407  cells  as  large  aggregates  (Figure  4A),  the  pre‐pegylated 
lipoplexes were rather homogenously distributed around  the cells  (Figure 4B and 4C). Note  that  in 
Figure 4 the cells were kept at 4 °C to avoid cellular internalization of the lipoplexes. 
 
Figure 4. Confocal microscopy  images of D407 cells  incubated at 4°C with fluorescently  labeled pre‐pegylated 
lipoplexes (green) containing 0 mol% (Panel A), 3.8 mol% (Panel B) and 16.7 mol% (Panel C) DSPE‐PEG. 
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Cellular internalization and intracellular distribution of pre‐pegylated lipoplexes 
 
Since the poor transfection of D407 cells by pre‐pegylated lipoplexes cannot be explained by 
inefficient  cellular  binding,  another  cause  needed  to  be  found  for  their  failure.  Therefore,  we 
compared the cellular internalization and intracellular distribution of respectively non‐pegylated and 
pre‐pegylated lipoplexes.  
Figure 5  (panel A,  image 0 hrs; further  indicated as A‐0 hrs) clearly demonstrates that non‐
pegylated  lipoplexes are rapidly  internalized by D407 cells. Two hrs after exposing the  lipoplexes to 
the  cells  (and  even  at  shorter  times)  a  fine  punctuate  distribution  of  fluorescent  spots  can  be 
observed  in  the  cytoplasm  (Figure  5,  A‐2  hrs),  most  likely  indicating  the  presence  of  the  non‐
pegylated lipoplexes in endosomal vesicles. Twenty four hrs after the RPE cells had been exposed to 
non‐pegylated  lipoplexes  (Figure 5, A‐24 hrs),  the  cytoplasm of  the D407  cells was homogenously 
green fluorescent,  in all  likelihood because of the release of the non‐pegylated  lipoplexes from the 
endosomal vesicles into the cytosol.  
In contrast, pre‐pegylated lipoplexes did bind to the RPE cells (Figure 5, B‐0 hrs and C‐0 hrs) 
although  they  did  not  internalize  immediately  upon  contact with  the  cells  as  the  non‐pegylated 
lipoplexes  had  done.  However,  the  fluorescent  vesicles  that  had  remained  mainly  near  the  cell 
surface became clearly visible after 2 hrs (Figure 5, B‐2 hrs and C‐2 hrs). Lipoplexes containing 16.7 
mol%  DSPE‐PEG  showed  a  lower  internalization  than  the  ones  containing  3.8  mol%  PEG‐lipid 
(compare Figure 5, C‐2 hrs versus Figure 5, B‐2 hrs).  In contrast with the non‐pegylated  lipoplexes, 
after 24 hrs almost no  fluorescence could be  found  in  the cytoplasm of  the cells  treated with pre‐
pegylated  lipoplexes  (Figure 5, B‐24 hrs and C‐24 hrs).  It seemed that pre‐pegylated  lipoplexes had 
remained entrapped in the endosomal pathway and eventually became degradated in the lysosomal 
compartment. 
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Figure 5. Transmission  (bottom  rows) and confocal  (top rows) microscopy  images of D407 cells  treated with 
non‐pegylated lipoplexes (Panel A), pre‐pegylated lipoplexes containing 3.8 mol%  DSPE‐PEG (Panel B) and 16.7 
mol% DSPE‐PEG  (Panel C). The  ‘0hrs‐images’ were  taken  immediately after addition of  the  lipoplexes  to  the 
cell. Note that in these experiments the cells were kep at 37 °C to allow cellular internalization. 
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Influence of incubation time on the transfection of D407 cells by pre‐pegylated lipoplexes 
 
In the transfection experiments  in Figure 2, the  lipoplexes were  incubated with the cells for 
only  2  hrs. As  the  confocal microscopy  images  in  Figure  5  demonstrate,  pre‐pegylated  lipoplexes 
internalize much slower than non‐pegylated lipoplexes.  
We therefore wondered whether a longer incubation would improve gene expression. If so, 
slower internalization could, at least partially, account for the lower gene expression. Figure 6 shows 
that a longer incubation time indeed restored gene expression by the lowly pre‐pegylated lipoplexes 
(1.9 mol% DSPE‐PEG)  (p<0,05, unpaired  t‐test). However,  gene  expression by  the moderately  and 
highly pegylated lipoplexes hardly improved.  
 
 
Figure 6. Luciferase expression per µg protein of D407 cells treated with pre‐pegylated  lipoplexes containing 
increasing mol% DSPE‐PEG. The cells were  incubated with the  lipoplexes for respectively 2hrs, 4hrs and 8hrs. 
The luciferase expression per µg protein of D407 cells treated with  non‐pegylated lipoplexes (2hrs incubation 
time) was set to 100. 
 
Cellular internalization and endosomal escape of post‐pegylated lipoplexes 
 
On the one hand, as previously reported , pegylation of lipoplexes is necessary to avoid their 
aggregation  in  vitreous.  On  the  other  hand,  however,  pre‐pegylation  strongly  lowers  their 
transfection capacity  towards D407 cells  (Figures 2 and 6). Our data  (Figure 5) suggest  that  this  is, 
amongst other possible reasons, due to the  inability of pre‐pegylated  lipoplexes to escape from the 
RPE  endosomes, while  a  high  amount  of  PEG  at  the  surface  of  the  lipoplexes  also  reduces  their 
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cellular  internalization.  We  therefore  searched  for  alternative  pegylated  lipoplexes  whose  PEG‐
coating inhibited neither the cellular internalization nor the release from the RPE endosomes.  
As  Figure  1B  shows,  “post‐pegylated”  lipoplexes  were  obtained  by  first  preparing  the 
lipoplexes  and,  subsequently,  coating  them  with  PEG‐chains,  using  PEG‐Ceramides  which 
spontaneously  adsorb  to  the  lipoplexes. One  should note  that  such post‐pegylated  lipoplexes  are 
expected  to  lose  the  PEG‐Ceramides  (and  thus  the  PEG‐coating)  upon  contact  with  cellular 
membranes  (19,  24).  Figure  7  shows  the  binding,  internalization  and  endosomal  escape  of  non‐
pegylated  and  post‐pegylated  lipoplexes  to/in  D407  cells.  Lipoplexes  post‐coated  with  PEG‐
Ceramides were homogenously distributed around the cell membrane (Figure 7, B‐0 hrs and C‐0 hrs). 
Importantly,  after  4h  incubation  all  the  post‐pegylated  lipoplexes  appeared  to  be  homogenously 
distributed  throughout  the  cytoplasm  (Figure  7,  B‐4  hrs  and  C‐4  hrs),  just  similar  to  the  non‐
pegylated lipoplexes (Figure 7, A‐4 hrs), indicating an efficient endosomal escape . 
 
 
Figure 7. Transmission (bottom row) and confocal (top row) images of D407 cells treated  with non‐pegylated 
lipoplexes  (Panel  A)  and  post‐pegylated  lipoplexes  containing  3.8 mol%  cerC8‐PEG  (panel  B)  and  3.8 mol% 
cerC16‐PEG (Panel C). 
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Transfection of cells by post‐pegylated lipoplexes 
 
Based upon  the  results  in Figure 7 one would expect  that post‐pegylated  lipoplexes would 
transfect  RPE  cells  better  than  pre‐pegylated  lipoplexes.  As  Figure  8  shows,  the  transfection 
efficiency of lipoplexes post‐pegylated with PEG‐Ceramides was indeed by far better than that of the 
pre‐pegylated ones. Gene expression, in particular, by lipoplexes post‐pegylated with PEG‐CerC8 (1.9 
and 3.8 mol% PEG‐CerC8) was  even higher  than by non‐pegylated  lipoplexes  (p<0,05, unpaired  t‐
test). Cytotoxicity experiments demonstrated that the post‐pegylated lipoplexes were not more toxic 
to the D407 cells than the pre‐pegylated ones (data not shown).  
 
 
Figure 8. Luciferase expression per µg protein of D407 cells transfected with DSPE‐PEG post‐pegylated, CerC8‐
PEG  post‐pegylated  and  CerC16‐PEG  post‐pegylated  lipoplexes.  The  luciferase  expression  per  µg  protein  of 
D407 cells treated with  non‐pegylated lipoplexes was set to 100. The cells were incubated with the lipoplexes 
for 2 hours. 
 
Behaviour of post‐pegylated lipoplexes in vitreous 
We previously demonstrated that pre‐pegylated  lipoplexes, when highly pegylated (i.e. 16.7 
mol% DSPE‐PEG)  do  not  aggregate  in  vitreous.    This  is  in  contrast with  non‐pegylated  and  lowly 
pegylated  ones  which  fully  aggregate  in  vitreous.    We  therefore  wondered  whether  the  post‐
pegylated  lipoplexes would not aggregate  in vitreous either. The confocal  images  in Figure 9 (B and 
C) indeed demonstrate that lipoplexes post‐pegylated with even low amounts of PEG‐CerC8 and PEG‐
CerC16  did  not  appear  to  aggregate  in  vitreous  which  was  clearly  not  the  case  with  the  non‐
pegylated lipoplexes (Figure 9A).       
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Figure 9. Confocal microscopy images of non‐pegylated lipolexes (A) mixed with bovine vitreous. The lipoplexes 
mixed with  bovine  vitreous  in  B  and  C were  post‐pegylated with  respectively  CerC8‐PEG  (3.8 mol%)    and 
CerC16‐PEG (3.8 mol%). The white bars represent 50 µm. 
 
 
DISCUSSION 
 
The  use  of  PEG‐lipids  is  a well  recognized  strategy  to  avoid  aggregation  of  lipoplexes  in 
extracellular matrices,  like  vitreous  and mucus.  The  transfection  studies  represented  in  Figure  2 
revealed, however, that pre‐pegylation of  lipoplexes severely  inhibits the transfection of D407 cells 
which are apparently even more “PEG‐sensitive” than Cos‐7 cells. These results are consistent with 
the outcome of previously reported transfection experiments in other cell types (17, 20). As Figure 4 
shows, the PEG‐induced inhibition of the transfection cannot be explained by a lower cell membrane 
binding.  One  has  to  keep  in  mind  however  that  the  cellular  binding  of  pre‐pegylated  and  non‐
pegylated  lipoplexes occurs  in a different way. The pre‐pegylated  lipoplexes bind homogenously on 
the cell surface, whereas the non‐pegylated lipoplexes bind to the surface in large aggregates. These 
cell binding experiments together with the behaviour studies of non‐pegylated lipoplexes in vitreous 
(Chapter  3)  emphasise  that  non‐pegylated  lipoplexes  severely  aggregate  in  extracellular matrices. 
Our  results suggest  that  the PEG chains  in  the pre‐pegylated  lipoplexes do not necessarily prevent 
electrostatic interactions taking place between the pre‐pegylated lipoplexes and the cell membranes, 
in agreement with earlier reports in literature (19, 20) but contrary to the observations of Deshpande 
et  al  (17)  who  found  that  PEG‐chains  decreased  the  cellular  binding  of  cationic  polymer/pDNA 
complexes  to Cos7 cells  to one  third of  the non‐pegylated  complexes. Confocal  imaging  (Figure 5) 
revealed that the lower transfection efficiency of the pre‐pegylated lipoplexes, compared to the non‐
pegylated  lipoplexes,  may  be  partially  explained  by  a  reduced  cellular  internalization.  This 
observation  is  in agreement with the results of Shi et al (19), who found that  inclusion of 10 mol% 
PEG‐lipid inhibited the internalization of the lipoplexes in Chinese hamster ovary cells by more than 
70%.  
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In  addition  to  their  lower  cellular  internalization  it  is  becoming  increasingly  clear  that 
pegylated  lipoplexes  lose  transfection efficiency due  to  the  fact  that  they  remain entrapped  in  the 
endosomal vesicle (18‐20, 25). This may be explained as follows. Cationic lipoplexes enter their target 
cells through endocytosis (26). The next step in the transfection process is the release of the nucleic 
acids from the endosomes into the cytosol, before the endosomes mature into lysosomes. For non‐
pegylated  lipoplexes  the  following  mechanism  occurs:  upon  spontaneous  acidification  of  the 
endosomal compartment, a naturally occuring process, the ‘helper lipid’ DOPE (Figure 1) is triggered 
to promote the change of the  lipid bilayer of the  lipoplexes from the stable  lamellar phase  into the 
highly unstable inverted hexagonal phase (27). It is thought that this hexagonal conformation of the 
lipoplexes contributes to the destabilization of the endosomal membrane, resulting in the release of 
the  genetic  material  into  the  cytosol  (20,  28,  29).  Different  authors  have  suggested  that  this 
mechanism  is  impeded  by  the  presence  of  PEG‐lipids.  The  low  transfection  efficiency  of  the  pre‐
pegylated lipoplexes in RPE cells could be explained as follows. First, as reported by, amongst others, 
Hyvonen et al.(30), DSPE‐PEG favours the formation of stable laminar lipid bilayers which impede the 
transition  to  the hexagonal phase necessary  for  endosomal  release  (19, 28, 29).  Second,  the PEG 
chains pose a  steric barrier preventing a close contact between  the  lipoplexes and  the endosomal 
membranes, an important requirement for endosomal release. 
As  Figure  8  shows  post‐pegylation  of  the  lipoplexes  strongly  improved  the  transfection 
efficiency  compared  to  the  pre‐pegylated  lipoplexes.  Post‐coating  with  CerC8‐PEG  resulted  in 
lipoplexes which transfected RPE cells even better than non‐pegylated lipoplexes. In agreement with 
the work of Shi et al. (19) post‐pegylation with cerC8‐PEG seems preferable to post‐pegylation with 
CerC16‐PEG because the shorter the acyl chain length of the PEG‐lipid, the easier the transfer of the 
PEG‐Ceramides  from  the  lipoplexes  to,  presumably,  the  cell membrane  (19).  This  “de‐pegylation” 
results  in  (partially) de‐pegylated  lipoplexes entrapped  in  the RPE endosomal  compartment which 
can escape from the endosome via the mechanism described above for the non‐pegylated lipoplexes. 
In addition  to  their superior  transfection capacity, post‐pegylated  lipoplexes are non‐toxic  to D407 
cells.  Interestingly,  we  noted  that  for  lipoplexes  post‐pegylated  with  PEG‐Ceramides  a  smaller 
amount of PEG‐lipid was sufficient  to avoid aggregation of  the  lipoplexes  in vitreous, compared  to 
pre‐pegylated lipoplexes.  
In this work we did not consider pre‐pegylation with PEG‐ceramides as Shi et al. (19) already 
showed  that  such  lipoplexes  remained  entrapped  in  the  lysosomes  and,  consequently,  did  not 
transfect cells. In addition, Shi et al. (19) also reported that post‐pegylation with PEG‐Ceramides with 
long acyl chains or with DSPE‐PEG resulted  in  lipoplexes with a very  low transfection efficiency. All 
together  these observations demonstrate  that, besides  the exchangeability of  the PEG‐Ceramides, 
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also  the post‐pegylation  step  is  required  to obtain pegylated  lipoplexes with  a high  gene  transfer 
capacity. 
In additional experiments we measured the transfection efficiency of  lipoplexes which were 
post‐coated with DSPE‐PEG  instead of  PEG‐Ceramides  (Figure 8).  In  contrast with PEG‐Ceramides, 
DSPE‐PEG does not appear to transfer from the  lipoplexes’ membrane to cellular membranes, a so‐
called “non‐exchangeable lipid”(19). The DSPE‐PEG post‐coated lipoplexes were less effective for the 
transfection of RPE cells than the PEG‐Ceramides post‐coated ones , emphasizing the importance of 
the exchange of the PEG‐containing lipids during transfection. 
In  summary, post‐pegylation of  lipoplexes  suggests  a useful  strategy  to design  vectors  for 
delivering nucleic acids to RPE cells. In this regard post‐pegylation of lipoplexes with short acyl‐chain 
ceramides  (CerC8‐PEG)  may  prove  particularly  valuable.  Besides  transfecting  RPE  cells,  post‐
pegylated  lipoplexes do not aggregate  in vitreous, a crucial requirement when the  lipoplexes would 
be applied intravitreally for targetting inner retinal cells or even RPE cells. However, one should keep 
in mind  that although  the post‐pegylated  lipoplexes are only 100  to 200 nm  in  size  (Table 1),  the 
neural  retina may  still  pose  a major  transport  barrier  to  intravitreally  injected  lipoplexes  before 
reaching  the  RPE(31).  Nevertheless,  since  the  post‐pegylated  lipoplexes  do  not  aggregate,  their 
transport through the neural retina will hopefully occur much more efficiently than that of the non‐
pegylated lipoplexes which form micrometer sized aggregates in vitreous and will be strongly blocked 
by the neural retina. 
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ABSTRACT 
Intravitreal  injection  of  non‐viral  gene  complexes  may  be  promising  in  the  treatment  of 
retinal  diseases.  In  this  chapter  we  investigate  the  permeation  of  lipoplexes  and  polystyrene 
nanospheres  through  the  neural  retina  and  their  uptake  by  the  retinal  pigment  epithelium  (RPE) 
either with or without ultrasound application.  
 Anterior parts and vitreous of bovine eyes were removed. The neural retina was left intact or 
peeled  away  from  the  RPE.  (Non)‐pegylated  lipoplexes  and  pegylated  nanospheres were  applied. 
After  2  hours  incubation,  the  RPE  cells were  detached  and  analyzed  for  particle  uptake  by  flow 
cytometry and confocal microscopy.  
The  neural  retina  is  a  significant  transport  barrier  for  pegylated  nanospheres  and  (non)‐
pegylated lipoplexes. Applying ultrasound improved the permeation of the nanoparticles  up to 130 
nm.  
Delivery of liposomal DNA complexes to the RPE cells is strongly limited by the neural retina. 
Ultrasound energy may be a useful tool to improve the neural retina permeability, given the nucleic 
acid  carriers  are  small  enough. Our  results  underline  the  importance  to  design  and  develop  very 
small  carriers  for  the  delivery  of  nucleic  acids  to  the  neural  retina  and  the  RPE  after  intravitreal 
injection. 
 
CHAPTER 5 – CAN ULTRASOUND SOLVE THE TRANSPORT BARRIER OF THE NEURAL RETINA? 
 
 104 
Chapter 5 
Can ultrasound solve the transport 
barrier of the neural retina? 
 
INTRODUCTION 
 
The  eye  is  an  excellent  candidate  for  gene  therapy  as  it  is  easily  accessible  and  immune‐
privileged. Moreover, many disease‐causing mutations and their contribution to the pathogenesis of 
ocular  diseases  including  cataracts  ,  glaucoma  and  retinitis  pigmentosa  have  been  well 
characterized(1‐4).  In many cases,  these ocular diseases are caused by a gene defect  in  the neural 
retina and/or  the retinal pigment epithelium  (RPE) cell  layer(5, 6). Since RPE  integrity and  function 
are  (a)  essential  for  neural  retina  homeostasis  and  (b)  play  a major  role  in  both  ocular  diseases 
associated with  senescence  (e.g. age  related macular degeneration  (AMD))  and  in photoreceptors 
dystrophies, the RPE is a promising target tissue for gene delivery (7). 
Considerable progress has been made in the treatment of genetic ocular disorders using viral 
vectors,  like  recombinant‐associated  vecors  (rAAV)  and  lentivirus‐based  vectors  (8‐10),  as  gene 
carriers. Perhaps  the most  spectacular  result has been  reported by Acland et al.  (8)  in  the  canine 
model of  Leber Congenital Amaurosis. Moreover, Bainbridge  et  al.  and Maguire  et  al. used  these 
recombinant  AAV  vectors  in  clinical  trials.  The  obtained  results  were  very  promising  (11,  12). 
Although  viral  gene  therapy  is  very  promising,  the  use  of  viral  vectors  has  some  important 
disadvantages  like  the  limited  size of  the  expression  cassette, difficult  large  scale production  and 
several  safety  issues  like  e.g.  host  immunity  and  oncogenesis  (13‐16).  Therefore,  non‐viral  gene 
carriers, based on lipids or polymers, remain interesting for ocular gene therapy. 
   Topical application and systemic administration are less suitable for the delivery of (non)‐viral 
gene particles to the retina and RPE. Indeed, the limited diffusion of nanoscopic particles through the 
corneal epithelium (17) and sclera (18) after topical administration and the lack of extravasation into 
the eye after intraveneous administration (due to the tight blood‐retina barrier (19)) do not allow an 
efficient delivery of drug loaded nanoparticles into the retina and the RPE. Therefore, in many cases, 
genetic  vectors  are  administered  through  subretinal  or  intravitreal  injection  (20‐25).  Although 
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subretinal  injections  are  very  efficient,  this  invasive  and  technically  demanding  technique  is  not 
always  the  first  choice  for  treating ocular diseases, which are  in general not  life  threatening  (26). 
Intravitreal injections may form a clinically acceptable alternative. However, a major drawback is that 
the  intravitreally  injected vectors have to diffuse through the vitreous before they reach the retina. 
Moreover, if the gene carriers have to reach the RPE they also have to cross the neural retina. 
  Vitreous  is  a  gel‐like material  that  is  built  up  of  collagen  fibrils  bridged  by  proteoglycan 
filaments that contain negatively charged glycosaminoglycans  (GAGs) (27).  The interfibrillar spaces 
of this network are filled up by a dense network of hyaluronan (28). We and others showed that the 
biopolymer  network  in  vitreous  immobilizes  non‐viral  gene  complexes  like  lipoplexes  (being 
nanoparticles  composed  of  plasmid  DNA  and  cationic  lipids)(29,  30).  Especially,  the  negatively 
charged GAGs bind  to  the positively charged complexes which  results  in severe aggregation of  the 
lipoplexes.    We  showed  that  aggregation  of  nanoparticles  in  vitreous  can  be  circumvented  by 
shielding their surface with polyethyleneglycol (PEG; named ‘pegylation’)(29). 
Pegylation  can  thus avoid  the aggregation of  the  vectors  in  the  vitreous which also  keeps 
them mobile in the vitreous. This is important as the vectors should finally reach the RPE. However, 
before they can reach the RPE they still have to cross the neural retina. Previous research by the Urtti 
group showed that the retina  is poorly permeable for non‐pegylated  liposomal and polymeric gene 
complexes (30). The strongest barriers in the neural retina seem to be the inner limiting membrane 
(ILM) (Figure 1 Panel A ) and the interphotoreceptor matrix (IPRM) (Figure 1 Panel A ). The ILM is the 
boundary  region between  the vitreous humor  in  the posterior chamber and  the  retina.  It contains 
laminin,  collagen  and  several  proteoglycans  (31).  The  ILM  may  be  a  sterical  barrier  for  gene 
complexes while also interactions between the positively charged vectors and the negatively charged 
GAGs may  take place which may  immobilize  the  complexes and/or even  release  the nucleic acids 
prematurely (32).  The IPRM, located between the outer limiting membrane of the retina and apical 
border of the RPE, also contains GAGs (33) and may thus also form a barrier for the penetrating gene 
complexes.  Previously  Pitkänen  et  al.  (34)  demonstrated  that  the  passage  of  polyethyleneimine 
polyplexes, poly‐L‐lysine polyplexes and DOTAP  liposomes  through  the neural retina was restricted 
by the ILM. 
Application  of  ultrasound  has  been  shown  to  enhance  the  transport  of  various  drugs 
including  macromolecules  through  tissues  like  the  skin  (35).  A  medium  exposed  to  ultrasound 
experiences  periodic  pressure  oscillations  at  a  frequency  and  amplitude  determined  by  the 
ultrasound source (36).  Besides these pressure oscillations, the most significant secondary effect of 
ultrasound application, namely cavitation, can  induce fluid velocities, shear forces and shock waves 
in  the  surrounding  tissues  (37,  38).  All  the  above mentioned  effects  transiently  compromise  the 
integrity of cell membranes or tissues, thereby achieving an enhanced uptake of applied molecules 
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(36). Mesiwala  et  al.  (39)  reported  that  focused  ultrasound  can  even  induce  reversible  and  non‐
destructive  disruptions  of  the  blood‐brain  barrier which may  facilitate  drug  delivery  to  the  brain. 
Ultrasound  has  also  been  used  to  enhance  solute  transport  into  the  eye. Application  of  880  kHz 
ultrasound significantly improved drug delivery through the cornea while causing only minor changes 
in the corneal epithelium (40).  Enhanced ocular drug delivery was also reported for glaucoma drugs 
using lower ultrasound frequencies (41). 
In  this work we used a bovine eye model  to  investigate  to which extent  the neural  retina 
restricts the delivery of non‐viral gene nanoparticles to the RPE. Firstly, as previous work showed that 
non‐pegylated  liposomal  gene  complexes  do  not  penetrate  the  neural  retina  (30),  we  studied 
whether pegylation of  lipoplexes  improves  their  transport  through  the neural  retina. Secondly, we 
investigated whether the size of the particles influences their mobility in the retinal tissue. Finally, as 
ultrasonic waves can enhance the penetration of drugs into the eye, we studied whether ultrasound 
energy may improve the transport of gene nanoparticles through the neural retina.  
 
 
 
 
Figure 1. Panel A: Microscopic  image of the bovine retina shows the  intact different  layers of the retina after 
ultrasound  exposure.  The  white  bar  represents  100  µm.  Panel  B:  Overview  of  experimental  setup  with 
ultrasound device. 
 
 
 
 
 
CAN ULTRASOUND SOLVE THE TRANSPORT BARRIER OF THE NEURAL RETINA?– CHAPTER 5 
 107 
MATERIALS AND METHODS 
 
Preparation and purification of plasmid DNA 
 
The pDNA used in this study was the pGL3‐Control vector, consisting of 5256 base pairs and 
containing as a reporter gene firefly luciferase under the control of a simian virus 40 promoter. The 
pDNA  was  amplified  in  Escherichia  coli  and  purified  as  previously  described  (42).  The  pDNA 
concentration was  set  at  1.0 mg/ml  in  HEPES  buffer  (20 mM  HEPES,  pH  7.4)  assuming  that  the 
absorption of 50 µg DNA/ml at 260 nm equals one. The pDNA solution showed a high purity as the 
260 nm/280 nm absorption ratio was between 1.8 and 2.0. 
 
Preparation and characterization of cationic liposomes 
 
The  phospholipids  DOTAP  (N‐(1‐(2,3‐dioleoyloxy)propyl)‐N,N,N‐
trimethylammoniumchloride),  DOPE    (dioleoyl‐fosfatidylethanolamine)  and  DSPE‐PEG  (distearoyl‐
fosfatidylethanolamine‐polyethyleneglycol) were purchased  from Avanti Polar Lipids  (Alabaster, AL, 
USA).  To  fluorescently  label  the  liposomes  cholesteryl   Bodipy  FLC12  (cholesteryl 4,4‐difluoro‐5,7‐
dimethyl‐4‐bora‐3a,4a‐diaza‐s‐indacene‐3‐dodecanoate)  was  used  (Molecular  probes,  Eugene 
Oregon, USA). 
Cationic  liposomes containing  the  cationic  lipid DOTAP and  the neutral  lipid DOPE  in a 1:1 
molar ratio with 0.1 mol% cholesteryl Bodipy  FLC12 and 0, 4 and 17 mol% DSPE‐PEG were prepared 
as previously described (41, 42).  
The weight‐average  hydrodynamic  diameter  of  the  cationic  liposomes was  determined  by 
dynamic  light  scattering  (DLS),  using  an  Autosizer  4700  (Malvern, Worcestershire,  UK).  The  zeta 
potential  (ζ) was measured by determining  the electrophoretic mobility using a Malvern Zeta‐sizer 
2000  (Malvern, Worcestershire, UK).    For  size  and  ζ measurements  the  cationic  liposomes were 
dispersed  in  HEPES  buffer  (20  mM  HEPES,  pH  7.4).  The  average  hydrodynamic  diameter  of  the 
DOTAP  /DOPE  liposomes was 134 ± 2 nm, 131 ± 1 nm and 98 ± 1 nm  (mean ± SD)  for  liposomes 
containing 0 mol%, 4 mol%, and 17 mol% DSPE‐PEG respectively, while the zetapotential was 52 ± 2 
mV, 23 ± 3 mV, and 15 ± 1 mV respectively.  
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Preparation of lipoplexes  
 
Lipoplexes were prepared by mixing pDNA with cationic liposomes, containing 0 to 17 mol% 
DSPE‐PEG, as described previously  (42). Briefly, diluted pDNA  (0.41 mg/ml) was added  to an equal 
volume  of  cationic  pegylated  liposomes  (5 mM DOTAP)  resulting  in  a  final  +/‐  charge  ratio  of  4. 
Immediately after the addition of pDNA to the cationic pegylated liposomes, HEPES buffer was added 
until  the  final  concentration  of  pDNA  was  0.126  mg/ml.  This  mixture  was  then  vortexed  and 
incubated  at  room  temperature  for  30  min.  The  hydrodynamic  diameter  of  the  DOTAP/DOPE 
lipoplexes was 228 ± 2 nm, 203 ± 5 nm and 115 ± 1 nm for  lipoplexes containing 0 mol%, 4 mol%, 
and 17 mol% DSPE‐PEG,  respectively. The zeta potential was 46 ±3 mV, 15 ± 2 mV and 1 ± 1 mV, 
respectively.  
Fluorescent nanospheres 
 
Fluorescent  (yellow‐green)  polystyrene  nanospheres  (NS)  of  different  sizes,  bearing 
carboxylgroups at their surface, were purchased from Moleclular Probes (Eugene, OR). The diameter 
and  zeta  potential  of  the  nanospheres  were  measured  as  described  above.  The  average 
hydrodynamic diameter of the nanospheres was 38 ± 2 nm, 122 ± 5 nm and 190 ± 7 nm respectively. 
The zeta potential of the nanospheres was  ‐51 ± 3 mV, ‐42 ± 2 mV and ‐46 ± 3 mV, respectively.  
The fluorescent polystyrene nanospheres described above were further coated with Pluronic 
F‐127  (Sigma‐Aldrich),  a block‐copolymer of polyethyleneglycol  (PEG)  and polypropylene oxide,  as 
described  before  (29). Briefly,  150 µl  of  polystyrene  nanospheres  (sonificated  during  10 minutes) 
were mixed with 850 µl distilled water and 2 ml of a Pluronic F‐127 solution  (10 mg/ml  in distilled 
water).  After  vortexing,  the  nanospheres  were  incubated  during  1  hour  at  room  temperature. 
Subsequently,  500  µl  of  the  nanosphere  suspension  was  transferred  into  a  Microcon  YM–100 
centrifugal  filter  device  (MWCO  100  000)  (Millipore,  Billerica,  USA)  and  centrifuged  during  12 
minutes at 14000 × g. After  centrifugation  the  concentrate with  the Pluronic  coated nanospheres 
was collected by placing the sample reservoir upside down in a new vial and spinning again 3 minutes 
at 1000 × g. The volume of the collected nanospheres was adjusted to 500 µl with HEPES buffer and 
the  size  and  the  zeta  potential  of  the  pluronic  coated  nanospheres  were  determined.  The 
hydrodynamic diameter of the Pluronic coated nanospheres was 53 ± 5 nm, 131 ± 4 nm and 218 ± 7 
nm (mean ± SD) respectively. The zeta potential of the spheres was ‐15 ± 8 mV, ‐14 ± 2 mV, and ‐10 ± 
3  mV  respectively.  The  nanospheres  with  diameter  of  53  nm,  131  nm  and  218  nm  are  further 
referred to as NS53, NS131 and NS218, respectively. 
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Manipulation of bovine eyes  
 
Fresh bovine eyes were obtained  from a  local abattoir and enucleated within half an hour 
after  the  animals  had  been  slaughtered.  The  eyes were  kept  at  +9°C.  The  eyes were  treated  as 
previously described by Pitkänen et al. (34). Briefly, after the eyes were cleaned of extra‐ocular tissue 
and  dipped  in  a  0.9%  NaCl  solution  containing  1%  penicillin/streptomycin  (Gibco,  Merelbeke, 
Belgium), they were opened circumferentially ± 8mm behind the limbus. The anterior tissues and the 
vitreous were separated gently from the neural retina. The neural retina was either left in its place or 
gently peeled and collected at  the optic disc and cut with  scissors near  the optic nerve head. The 
optic nerve head was swept with a cotton swab to avoid blood cell contamination from cut vessels.  
 
Transport of  lipoplexes and polystyrene nanospheres through the retina and their uptake by RPE 
cells 
 
The eyecups obtained as described above were set  in  the wells of a 6‐well‐plate. 500 µl of 
fluorescently  labelled  lipoplexes  (containing  50  µg/ml  pDNA)  or  nanospheres  (1.5  X  1014 
nanospheres/ml) were applied on the RPE or on the neural retina in the eye cups. After incubation of 
the  eye  cups  (at  37  °C  during  2  to  4  hours)  with  the  lipoplexes/polystyrene  nanospheres,  the 
dispersion was removed and the surface was gently washed with 500 µl phosphate‐buffered saline 
(PBS)  (Gibco,  Merelbeke,  Belgium).  The  neural  retina  was  subsequently  carefully  removed  as 
described above. To collect the RPE cells, 500 µl of a 0.5% trypsine‐EDTA solution (Gibco, Merelbeke, 
Belgium) was pipetted on the RPE surface, as described by Pitkänen et al. (34) After 1 to 2 minutes of 
incubation at room temperature, the RPE cells were brushed from the Bruch’s membrane. Only the 
cells incubated under the surface of the trypsine solution were brushed.  
To  study  the  influence of ultrasound on  the  transport of  the  lipoplexes or nanospheres  a 
sonitron 2000 (RichMar,  Inola, OK, USA) equipped with a 22 mm probe was used. The probe made 
contact with the surface of the lipoplex/nanopshere dispersion as illustrated in Figure 1 Panel B. The 
following ultrasound settings were applied: (a) a frequency of 1 MHz was used in all experiments, (b) 
a  50% or  100% duty  cycle was  applied  (the percentage of  the  radiation  time wherein ultrasound 
energy is effectively emitted), (c) the ultrasound intensity was 0.5 or 1 W/cm² while (d) the radiation 
times were 30, 60 or 120 seconds. 
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Confocal microscopy on the RPE cells 
 
For imaging the RPE cells by confocal microscopy, the RPE cells collected as described above 
were  immediately diluted with 500 µl of Dulbecco’s medified Eagle’s medium  (DMEM)  containing 
2mM  glutamine,  10%  heat  deactivated  fetal  bovine  serum  (FBS),  penicillin  (100U/ml)  and 
streptomycin (100µg/ml). All the culture reagents were obtained from Gibco (Merelbeke, Belgium). 
The  cells were  centrifuged  during  10 minutes  at  2700  x  g  (Beckman  Coulter Microfuge  18)  and 
subsequently  the cell pellet was resuspended  in DMEM. 200 µl of  this dispersion was seeded on a 
glass‐bottemed cover slip (MatTek corporation, Ashland, USA) and incubated during 2 to 3 hours at 
37 °C  in a humified atmosphere containing 5% CO2. After the  incubation, the cell membranes were 
labeled with Concanavalin A Alexa Fluor 647 as described by  the manufacturer  (Molecular Probes, 
Eugene Oregon, USA). The samples were visualized on a Nikon C1si confocal  laser scanning module 
attached  to  a motorized Nikon  TE2000‐E  inverted microscope  (Nikon  Benelux,  Brussels,  Belgium) 
with a 60X water immersion objective using the 561 nm and 647 nm laser line for excitation. A non‐
confocal diascopic DIC  (differential  interference contrast)  image was collected  simultaneously with 
the confocal images. 
 
Analysis of the RPE cells by flow cytometry 
 
For  flow  cytometry  (FACS)  analysis,  the  RPE  cells,  collected  as  described  above,  were 
immediately  fixed with 1% paraformaldehyde and centrifuged at 300 x g  for 10 minutes  (Beckman 
Coulter Microfuge 18). For removal of the contaminants the cells were suspended in 2 ml of 0.32 M 
sucrose/50mM phosphate buffer  (pH 7.2) and centrifuged during 10 minutes at 300 x g  (Beckman 
Coulter Microfuge 18). The  supernatant was  carefully  removed and  the  centrifugation  in buffered 
sucrose was  repeated  twice. Microscopy  images  revealed  that  after  centrifugation  in  sucrose  the 
samples contained mainly RPE cells, but occasionally some outer segment  fragments, erythrocytes, 
and  pigment  granules were  still  present.  After  the  last  centrifugation  in  sucrose,  the  pellet was 
washed with  1%  paraformaldehyde,  centrifuged  during  10 minutes  at  300  x  g  (Beckman  Coulter 
Microfuge 18)  and diluted to 500 µl with 1% paraformaldehyde.  
A Beckman Coulter Cytomics FC 500 5 colour flow cytometer, equipped with a 488 nm argon 
ion  laser, was used.  For  each  sample,  a minimum of 10,000  events was  collected.  The  cells were 
visualized on an FSC (forward scattering) versus SSC (side scattering at 90 degrees) display. The RPE 
cells that were living before fixation were selected for analysis by gating. The dead RPE cells and the 
possible remaining erythocytes, photoreceptor outer segments and pigment granules were excluded 
on the basis of their size and other scattering properties. 
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In evaluating the FACS data obtained from the RPE cells from the left eye of a cow (which was 
treated with lipoplexes/nanospheres) the FACS results obtained from the RPE cells from the right eye 
of  the  same cow  (which was not  treated with  lipoplexes/nanospheres) were used as  ‘blanco’. The 
gate    for each blanc sample was adjusted so  that  the percentage of  fluorescent RPE cells  (positive 
events) was around 2%.  
To evaluate  the  influence of ultrasound on  the permeation of  the  fluorescent polystyrene 
nanospheres through the retina, the FACS results obtained from RPE cells isolated from the left eye 
of a cow (which received nanospheres and ultrasound energy) were compared with the FACS results 
obtained  from  the  RPE  cells  isolated  from  the  right  eye  of  the  same  cow  which  also  received 
polystyrene nanospheres but no ultrasound  energy  (blanco).  The  gate  for  each blanc  sample was 
again set so that the percentage of fluorescent RPE cells (positive events) was around 2%. 
All FACS experiments were repeated 3 times at least, which means the analysis of  at least 3 
pairs of bovine eyes per tested particle.  
 
Statistical analysis 
 
The Mann‐Whitney U‐test was used for statistical analysis of the FACS results. A value of P < 
0.05 was considered significant. 
 
Histological analysis 
 
  After  incubation of  the eye cups  (at 37  °C during 2 hours) with  the    lipoplexes/polystyrene 
nanospheres,  the  dispersion  was  removed  and  the  surface  was  gently  washed  with  500  µl 
phosphate‐buffered  saline.  The  samples  were  frozen  in  Tissue‐Tek  O.C.T  compound  (Sakura, 
Torrance, CA) and cryostat cuts of 5 µm were prepared. The samples were visualized on a TS100F 
Nikon fluorescence inverted microscope.  
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RESULTS 
 
Influence of the neural retina on the uptake of lipoplexes and polystyrene nanospheres by RPE cells  
 
The FACS analysis revealed that, in case the neural retina was removed from the RPE cells in 
the eye cups, 78% of the RPE cells took up nonpegylated lipoplexes (DD 0% DSPE‐PEG). When these 
lipoplexes were delivered on the neural retina covering the RPE, only 1% of the RPE cells seemed to 
contain  lipoplexes  (Figure 2). We observed  similar  findings  for  the  lowly pegylated  lipoplexes  (4% 
DSPE‐PEG) (Figure 2). The uptake of highly pegylated lipoplexes (17% DSPE‐PEG) by the RPE cells not 
covered with neural retina was significantly lower when compared to the non‐pegylated and the 4% 
pegylated lipoplexes (Figure 2). The retina also seemed to lower the uptake of these highly pegylated 
lipoplexes by RPE cells, though the decrease was not significant.  
 
 
Figure 2. Percentage of  fluorescent RPE cells after application of non‐pegylated and pegylated DOTAP DOPE 
lipoplexes  respectively  on  the  RPE  cells  (‘without  retina’)  or  on  the  neural  retina  covering  the  RPE  (‘with 
retina’). Means ± SD are shown (n = 3). The uptake of DD 0% DSPE‐PEG and DD 4% DSPE‐PEG by the RPE cells 
decreased significantly (P<0.05) when the lipoplexes were applied on the neural 
retina compared with the situation were the lipoplexes were applied directly on the RPE cell layer. 
 
 
Figure 3 shows that, in case the RPE cells were not covered by the neural retina, about 55%, 
78%, and 52% of the RPE cells took up NS53 (53 nm), NS131 (131 nm) and NS218 (218 nm) pegylated 
polystyrene nanospheres,  respectively. When  the nanospheres were  applied on  the neural  retina, 
the uptake lowered to 17%, 3% and 11% for NS53, NS131 and NS218 nanospheres, respectively. 
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Figure  3.  Percentage  of  fluorescent  RPE  cells  after  application  of  pegylated  polystyrene  nanospheres 
respectively on the RPE cells (‘without retina’) or on the neural retina covering the RPE (‘with retina’). Means ± 
SD are shown (n = 4 to 5). The RPE cell uptake of all tested nanospheres decreased significantly (P<0.05) when 
the nanospheres were applied on the neural retina compared with the situation were the nanospheres were 
applied directly on the RPE cell layer. 
 
To confirm the outcome of the FACS experiments the RPE cells were investigated by confocal 
microscopy. The confocal images confirmed the presence of fluorescent polystyrene nanospheres in 
the RPE cells only when the nanospheres were directly applied on the RPE cell layer (Figure 4 Panel 
C). RPE cells that were covered by the neural retina did not take up nanospheres. (Figure 4 Panel B).  
 
 
 
Figure  4.  Confocal  images  of  RPE  cells.  The  cellular membranes  are  coloured  in  red, while  the  pegylated 
polystyrene  nanospheres  are  green. When  pegylated  polystyrene  nanospheres were  applied  on  the  neural 
retina  covering  the  RPE,  nanospheres were  not  detected  in  the  RPE  cells  (Panel  B).  In  contrast,  RPE  cells 
containing pegylated polystyrene spheres were seen in case the nanospheres were directly applied on the RPE 
cells (Panel C). Panel A shows isolated RPE cells of a blanc sample. 
 
 
Fluorescence microscopy on the neural retina (Figure 5) also confirmed  that only few of the 
pegylated nanospheres penetrated into the retina. They could be seen in the layer of the optic nerve 
fibres. We should note, however, that  localization of the pegylated polystyrene nanospheres  in the 
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retinal tissues by microscopy was not straightforward due to both the small size/low number of the 
penetrating particles and the autofluorescence of the retinal tissue.  
 
Figure  5.  Panel  A:  Localisation  of  100  nm  polystyrene  spheres  in  the  optic  nerve  layer.  Panel  B: Overview 
picture of the retina. The white bar represents 100 µm. 
 
 
Influence of ultrasound  on the uptake of fluorescent nanopheres by RPE cells covered with a neural 
retina 
With the aim to improve the penetration of the fluorescent nanospheres through the neural 
retina, and thus to enhance the uptake by RPE cells, ultrasound energy was applied as illustrated in 
Figure 1 Panel B. 
           Figure 6 shows  that ultrasound energy significantly  improves  the uptake of  fluorescent NS53 
nanospheres by RPE cells covered with neural retina which is, most probable, attributed to a better 
penetration  through  the neural  retina. Even  the mildest ultrasound condition  (DC100%, 0.5W/cm², 
30s)  increased  the  percentage  of NS53  positive RPE  cells  up  to  17  times, when  compared  to  the 
outcome of  the experiments without use of ultrasound. Applying ultrasound  for  longer  times  (60s 
instead of 30s) did not further increase the percentage of NS53 positive RPE cells (data not shown). 
          Applying  ultrasound  during  30  seconds  did  not  increase  the  uptake  of  the  larger  NS131 
fluorescent nanospheres by the RPE cells. Only after 2 minutes of ultrasound irradiation a statistically 
significant increase in NS131 positive RPE cells was observed (Figure 6).  
         Applying  ultrasound,  even  during  2 minutes,  did  not  increase  significantly  the  uptake  of  the 
NS218 fluorescent nanospheres (the largest polystyrene nanospheres used in this study) by the RPE 
cells. Applying ultrasound  for  longer than 2 minutes was not an option as the retina became, even 
visibly, damaged.  
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Figure  6.  Fold  increase  in  fluorescent  RPE  cells  by  using  ultrasound  energy.  The  pegylated  polystyrene 
nanospheres were applied on the neural retina covering the RPE.The x‐axis indicates both which nanospheres 
were used and the duration of ultrasound exposure. Means ± SD are shown (n = 3). The RPE cell uptake of the 
NS53  and  NS131  increased  significantly  (P<0.05)  when  ultrasound  energy  was  applied.  This  indicates  an 
increased permeation through the neural retina. 
 
 
To check the condition of the neural retina after application of ultrasound, cryocoupes were 
prepared and studied by microscopy. Figure 1 Panel A suggests that the ultrasound energy did not 
influence the integrity of the retinal tissue.  
 
DISCUSSION 
 
Since genetic defects  in RPE cells can drastically  impair the normal visual function, RPE cells 
are interesting target cells for ocular gene therapy. A major difficulty in the genetic treatment of RPE 
cells  is  their  limited  accessibility.  Due  to  the  blood‐retina  barrier,  systemical  application  of  gene 
therapy  complexes  is  excluded  (19).  Subretinal  or  intravitreal  injection  are  possible  routes  of 
administration for gene complexes. Subretinal  injection, however,  is a very  invasive technique (26), 
so intravitreal injection is probably the best alternative method. However, after intravitreal injection, 
the administered vectors must permeate  through  the vitreous and neural  retina  to  reach  the RPE. 
Understanding these biological barriers should provide us with background information necessary to 
design efficient non‐viral vectors for retinal gene therapy by intravitreal injection. However, there is 
very sparse  information available on both  the biological barriers non‐viral gene complexes have  to 
overcome after intravitreal injection and the biological mechanisms in the RPE which determine the 
fate, and thus the transfection efficiency, of non‐viral gene complexes in RPE cells.  
Figure  2  shows  that  primary  RPE  cells  efficiently  internalize  non‐pegylated  and  lowly 
pegylated  lipoplexes  (4% DSPE‐PEG), provided  they are directly administered  to  the  surface of  the 
PRE cells. Clearly, the uptake of highly pegylated lipoplexes (17% DSPE‐PEG) occurs to a much lesser 
CHAPTER 5 – CAN ULTRASOUND SOLVE THE TRANSPORT BARRIER OF THE NEURAL RETINA? 
 
 116 
extent. This result is in agreement with our previous studies (chapter 4) in which we used an in vitro 
RPE cell line (D407 RPE cells), which showed that highly pegylated lipoplexes were poorly transfecting 
the RPE  cells. Confocal  images  showed  that  these  lipoplexes became entrapped  in  the endosomal 
pathway  and  eventually were degradated  in  the  lysosomes, which  explains  their  low  transfection 
efficiency (43). 
Previous research of our group (chapter 2) showed that in vitreous non‐pegylated and lowly 
pegylated  lipoplexes  considerably  aggregate which  immobilizes  them  in  the  vitreous  gel  (29).  The 
aggregation is due to interactions between the positively charged non‐pegylated and lowly pegylated 
lipoplexes and the negatively charged GAGs present in the vitreous. Only by covering the surface of 
the  lipoplexes with sufficient amounts of PEG, which renders the  lipoplexes  less positive, could we 
avoid this aggregation. Unfortunately,  in contrast to the situation  in vitreous, we show  in this study 
that a high pegylation degree of DOTAP DOPE lipoplexes does not improve their permeation through 
the neural retina. Our results confirm previous experiments by Pitkänen et al.  (34) who  found that 
neural  retina  completely  blocks  non‐pegylated  lipoplexes.  Their  data  indicated  that  the  cationic 
charge  of  the  penetrating  substance  is  even   more  important  than  its  size. As  an  example,  FITC‐
dextrans  (20  000  g/mol) permeated  the  retina well, while positively  charged  FITC‐PLL  chains of  a 
similar size became practically blocked.  
To get a better  view on  the  role of  the  size of  substances permeating  through  the neural 
retina  we  used  polystyrene  nanospheres.  We  previously  showed  that  negatively  charged 
carboxylated spheres attach to the vitreous network (29). We could overcome this by pegylating the 
nanospheres  through  coating with  Pluronic  F‐127. As  Figure  3  shows,  such  pegylated polystyrene 
nanospheres  are  internalized  quite  efficiently  by  the  primary  RPE  cells  when  they  are  in  direct 
contact. However,  the  neural  retina  blocks  even  the  smallest  pegylated  polystyrene  nanospheres 
(NS53) significantly. We would like to remark that our experiments were done post mortem and thus 
we cannot exclude possible metabolic differences compared with the  in vivo situation. However,  in 
agreement  with  our  results,  Farjo  et  al.  (44)  showed  that  after  intravitreal  injection  in  mice  of 
compacted DNA nanoparticles with an average minor diameter of 18 nm, EFGP expression was high 
in  the  lens, but  the expression  levels  in  the pigment epithelium  cells and  retina were a multi‐fold 
lower than those observed in the lens. These in vivo results also indicate that the neural retina forms 
a real barrier even for very small and neutral gene therapy complexes. Moreover, Jackson et al. (45) 
determined the maximum size of molecules capable of freely diffusing across the retina in vitro and 
concluded that the retinal exclusion limit is around 7 nm. In contrast, other research groups reported 
gene  transfer  in  RPE  cells  of  rats,  albeit  at  relatively  low  levels,  after  intravitreal  injection  of 
lipoplexes suggesting that lipoplexes should be able to move through retina (46, 47). 
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It  has  been  shown  that  ultrasound  energy  enhances  tissue  permeability,  like  e.g.  the 
permeability of the skin (35). Moreover,  low frequency sonophoresis  is now widely used for clinical 
examinations and  therapies and  its safety has been  reliably established. Previous  research showed 
that gene  transfer  to  the ocular surface can be  improved by using ultrasound  technology  (48, 49). 
Therefore we  investigated whether ultrasound energy may  improve  the permeability of  the neural 
retina.  Fluorescence  microscopy  images  showed  that  the  ultrasound  waves  as  applied  in  the 
experiments did not cause visible tissue damage (Figure 1). As Figure 6 shows, the permeation of the 
small polystyrene nanoparticles (NS53) through the retina could be significantly  improved by rather 
gentle  ultrasound  conditions  (30s  0.5W/cm²  1MHz  DC  100%).  In  contrast,  significantly  longer 
radiation  times were  necessary  to  significantly  improve  the  permeation  of  the  larger  polystyrene 
nanospheres  (NS131)  through  the  neural  retina.  Although,  the  permeation  of  the  largest 
nanospheres used in this study (NS218) could not be significantly  improved by the given ultrasound 
conditions, one has to take into account the low number of experiments (n=3) and the large standard 
deviation. Repeating the experiments with the NS218 may possibly show a significant  improvement 
of permeation.One should  take  into account  that  the distance between  the ultrasound source and 
the neural retina in vivo will be larger than in the experimental set up of our study. Moreover, other 
tissues like e.g. cornea and lens may absorb a part of the ultrasound energy thereby decreasing the 
intensity that can act on the neural retina. 
In this study, we tried to improve the penetration of nanoparticles through the neural retina 
by ultrasound. Other  studies  tested  the  influence of ultrasound on  the gene expression efficiency 
(50, 51). Although they found an ultrasound related improvement of the transfection efficiency, our 
group  showed no  increase of gene  transfer by  the application of only ultrasound energy  (52, 53). 
Lipoplex mediated gene  transfer  could only be  improved by  coupling  the  lipoplexes  to ultrasound 
responsive  microbubbles.  It  is  believed  that  ultrasound,  especially  when  combined  with 
microbubbles, causes small (100 to a few 100 nm large) transient pores in the cell membrane which 
allows  large molecules to enter the cell cytoplasm (54). These perforations are caused by microjets 
that  are  generated  by  the  ultrasound  induced  cavitation,  i.e.  alternate  growing  and  shrinking  of 
microbubbles, and  implosion of microbubbles.  In our opinion however,    the ocular applicability of 
these  microbubbles  is  quite  insecure  due  to  their  relative  large  size  (between  0.5  and  10  µm). 
Moreover,  the generated  shock‐waves  and microjets during  the  implosion of  these bubbles  could 
cause tissue dammage. 
One  could  expect  that  the  main  permeation  barriers  in  the  neural  retina  are  the 
interphotoreceptor  matrix  (IPRM)  and  the  inner  limiting  membrane  (ILM).  The  fluorescence 
microscopy images in Figure 5 suggest that the ILM seems to restrict the passage of the nanospheres 
as  only  few  particles  could  reach  the  optic  nerve  fiber  layer  just  underneath  the  ILM.  This  is  in 
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agreement with the results of Pitkänen et al. (34) who suggested that GAGs present in the ILM may 
be  (a)  a mechanical  barrier  and  (b)  the GAGs  in  the  ILM may  also  interact with  the  penetrating 
particles which may lead to immobilization.   
   On  the one hand our  results  show  that RPE  cells  are quite efficient  in  internalizing  (non)‐
pegylated  DOTAP  DOPE  lipoplexes  and  polystyrene  nanospheres  of  different  sizes.  This  is  in 
agreement with the fact that RPE cells are active phagocytosing cells, as they are responsible for the 
phagocytosis  and  subsequent  digestion  of  the  photoreceptor  outer  segments    (55). On  the  other 
hand,  the  neural  retina  seems  to  form  an  important  barrier  for  lipoplexes  and  nanospheres.  
Ultrasound  energy  could  be  a  useful  tool  to  improve  the  neural  retina  permeability,  though  the 
improvement  of  the  permeation  seems  to  be  restricted  to  rather  small  particles.  Our  results 
underline the importance to design and develop very small carrier for the delivery of nucleic acids to 
the neural retina and the RPE.  
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Summary & General 
Conclusions 
 
SUMMARY 
The eye is an ideal organ for gene therapy. Firstly, the eye forms a closed system making local 
therapy  possible.  Secondly,  its  immune  privileged  status  makes  the  immune  responses  towards 
foreign  intruders,  like  gene  complexes,  less  severe  compared  to  reactions  in  other  body  parts. 
Moreover, gene therapy may offer a new promising approach for the treatment of numerous genetic 
ocular diseases, which are still not curable today.  
As summarized in Chapter 1 , the expression of a therapeutic protein can be achieved by the 
introduction of plasmid DNA  (pDNA)  into  target cells. On  the other hand, suppression of a disease 
causing protein can be achieved by antisense therapy either with antisense oligonucleotides (ON) or 
short interfering RNA molecules(siRNA). 
 In most  cases  it  is more appropriate  to use a nucleic acid delivery  system,  instead of  the 
direct delivery of naked nucleic acids. At the moment, viral vectors are the most effective ones, but 
many safety  issues  limit their clinical applicability. Non‐viral vector systems,  like cationic  liposomes 
and polymers, are considered as  safer alternatives. However at  this moment non‐viral vectors  still 
remain less efficient compared to their viral counterparts. 
Application  of  naked  nucleic  acids  is  until  today  the most  studied  non‐viral  gene  transfer 
strategy  in  clinical  trials.  Although  naked  nucleic  acids  are  prone  to  degradation  by  nucleases  in 
extracellular matrices, they combine some important advantages such as high safety and absence of 
immune responses. The efficiency of naked nucleic acid delivery can significantly be improved by the 
assistance of a helper technique like e.g. electroporation or ultrasound . 
Several  ocular  tissue  layers  function  as  barriers  for  drug  delivery  to  the  eye.  Especially 
targeting to  the posterior segment   (retina, vitreous and choroid) is not evident. The anterior parts 
(cornea, conjunctiva, sclera, ciliary body and iris) can, in most cases, be reached by topically applied 
eye drops. However,  these drops are quickly eliminated and  thus need  to be efficiently absorbed. 
However, the posterior parts can not be treated efficiently by topical applied drugs. Moreover, the 
tight  blood‐ocular  barriers  make  systemic  therapy  impossible.  Therefore  the  drugs  need  to  be 
administered by intravitreal or subretinal injection. Subretinal injection is an efficient technique as it 
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brings the gene complexes in immediate contact with the target cells. However this technique is very 
invasive and  riskful.  Intravitreal  injection may  form an acceptable alternative. The most  important 
drawback of this technique lies in the fact that the injected particles must be able to move freely in 
the vitreous and the neural retina. In this thesis we investigated the vitreous and the neural retina as 
barriers  for non‐viral  gene  complexes  and we  tried  to  elaborate  different  strategies  to  overcome 
these barriers. 
As  described  above,  naked  nucleic  acid  therapy  has  important  advantages  compared  to 
delivery by using viral or non‐viral vectors. However naked nucleic acids are unprotected  from  the 
extracellular environment and their stability in the extracellular matrices, like the vitreous, is of great 
concern.  In  Chapter  2 we  studied  the  behaviour  of  different  naked  nucleic  acids  (pDNA, ON  and 
siRNA)  in  vitreous. We  showed  that pDNA  and phosphodiester ON become degraded  in  vitreous. 
Therefore, the delivery of these DNA‐based therapeutics should be supported by the uses of a vector 
system  in  order  to  protect  the  nucleic  acids  during  their  journey  towards  the  target  cells. 
Phosphothioate ON  show a high  stability  in vitreous, but  confocal  images of  these ON  in  vitreous 
show their affinity for the biopolymer network of the vitreous. This affinity leads to immobilization of 
the phosphothioate ON  in  the  vitreous  gel,  thereby preventing  them  from  reaching  their  targets. 
These  results  indicate  that  the  application  of  phosphothioate  ON,  like  in  case  of  pDNA  and 
phosphodiester  ON,  has  to  be  assisted  by  a  suitable  carrier.  According  to  gelelectrophoresis 
experiments, siRNA molecules,  like phosphothioate ON, remain  intact  in the vitreous. In contrast to 
the  phosphothioate  ON,  confocal  images  showed  a  homogeneous  distribution  of  the  siRNA 
molecules  indicating  their mobility. The  latter  results  indicate  the possibility of naked nucleic acid 
therapy by intravitreal injection of siRNA molecules. 
As mentioned  earlier,  introduction  of  pDNA may  lead  to  the  expression  of  a  therapeutic 
protein. In Chapter 2 we showed that pDNA therapy should be assisted by a suitable vector system. 
In Chapter 3 we  investigated  the behaviour of pDNA  complexed with DOTAP DOPE  liposomes,  so 
called lipoplexes, in the vitreous. We showed by confocal images the aggregation of these lipoplexes. 
This aggregation  immobilizes  the gene  complexes  completely, preventing  their  transport  from  the 
vitreous to their targets.  Incorporation of polyethyleneglycol (PEG) bearing lipids (DSPE‐PEG) offered 
a solution for this undesired aggregation. One should note however that high amounts of DSPE‐PEG 
(around  17 mol%)  need  to  be  incorporated  before  the  lipoplexes  are  completely mobile.  Lower 
amounts of DSPE‐PEG prevent  the aggregation of  the  lipoplexes, but  confocal  images  showed  the 
affinity of these lipoplexes for the vitreous’ biopolymer network, leading again to immobilization. 
Pegylation  of  lipoplexes  renders  these  gene  carriers  mobile  in  the  vitreous.  However 
pegylation is expected to decrease the gene transfer capacity of non‐viral vectors. Indeed, in Chapter 
4  we  showed  that  pegylation  of  DOTAP  DOPE  lipoplexes  by  adding  DSPE‐PEG,  lowers  their 
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transfection  capacity  towards  retinal  pigment  epithelium  (RPE)  cells  drastically.  Confocal  images 
showed  that  the  cellular  binding  of  these  pegylated  lipoplexes  still  occurs  efficiently,  but  their 
internalization  is slower compared  to non‐pegylated  lipoplexes. Moreover, once  internalized, most 
probable by endocytosis, the pegylated lipoplexes remain entrapped in the endosomes. Twenty‐four 
hrs  later  ,  the  lipoplexes  were  no  longer  detectable  and  became  very  likely,  degraded  in  the 
lysosomal compartment.  
Switching  the pegylation strategy from the so called pre‐pegylation (addition of DSPE‐PEG in 
the liposomes before adding the pDNA) to post‐pegylation ( addition of PEG‐Ceramides to preformed 
non‐pegylated lipoplexes) , restored and even improved the transfection capacity towards RPE cells. 
In  agreement,  confocal  images  showed  an  efficient  cell  binding,  internalization  and  endosomal 
release of the post‐pegylated lipoplexes. These findings are most probably explained by the ability of 
the PEG‐Ceramides  to exchange with other  lipid membranes  like  the cell membrane,  resulting  in a 
non‐pegylated  lipoplex.  Moreover,  post‐pegylated  lipoplexes  are  not  only  suitable  for  efficient  
transfection of RPE  cells, but  they also keep  their  integrity  in  the vitreous and are able  to  spread 
homogenously in the gel.  These properties together make post‐pegylated lipoplexes ideal candidates 
for the delivery of pDNA by intravitreal injection. 
When gene complexes are  intravitreally  injected, they also have to cross  in many cases the 
neural retina before they reach target cells like e.g. the RPE cells. In Chapter 5 we examined whether 
the  neural  retina  is  a  barrier  to  non‐viral  gene  complexes.  Flow  cytometric  analysis  of  RPE  cells 
showed  that  the  neural  retina  almost  completely  blocks  the  penetration  of  lipoplexes,  both 
pegylated  and  non‐pegylated,  towards  the  RPE  layer.  Whereas  pegylation  prevents  the 
immobilization  of  lipoplexes  in  the  vitreous,  pegylation  does  not  improve  the  penetration  of 
lipoplexes through the neural retina. To find out whether the size of the lipoplexes determines their 
fate  in  the neural  retina, we applied nanospheres of different size. Our analysis showed  that even 
very small nanospheres  (around 50 nm) are blocked by the neural retina. Fluorescence microscopy 
images indicated that the spheres are only able to reach the optic nerve fiber layer, a cell layer close 
to the vitreous. 
In  the  next  step  of  this  study we wanted  to  evaluate whether  ultrasound  treatment  can 
improve  the  transport of nanoparticles  through  the neural  retina. A  tissue exposed  to ultrasound 
experiences pressure oscillations,  fluid velocities,  shear  forces and  shock waves. These effects  can 
transiently increase the permeability of the surrounding tissues without causing permanent damage.  
Ultrasound  can  indeed  improve  the  transport of  small nanospheres  (50 nm)  significantly, without 
causing permanent destruction of  the neural  retina  tissue. However,  the application of ultrasound 
could not improve the penetration of nanospheres with a size comparable to that of lipoplexes (200 
nm), indicating the importance of the development of small, stable and mobile gene complexes.   
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The primary aim of this thesis was to evaluate whether the intravitreal injection of non‐viral 
gene complexes could be a feasible technique for ocular gene therapy. The delivery of pDNA should 
be performed by a carrier system, since  pDNA is not stable in the vitreous. A good strategy to avoid 
the    immobilization of the  lipoplexes  in the vitreous  is the addition of a polyethyleneglycol coat.  In 
our  opinion,  the  pegylation  of  the  lipoplexes  should  best  be  performed  by  the  post‐pegylation 
method using PEG‐Ceramides  to maintain  the biological activity of  the  lipoplexes. Besides  the  fact 
that  these  post‐pegylated  lipoplexes  are  mobile  in  the  vitreous  gel,  they  are  very  efficient  in 
transfecting RPE cells.   
In contrast to the situation in vitreous, pegylation of lipoplexes is not a solution to overcome 
the  neural  retina  barrier.  The  neural  retina  blocks  even  very  small  spheres  of  50  nm,  but  the 
penetration of these particles can be improved by ultrasound energy. 
Our results indicate that the delivery of nucleic acids to target cells in the posterior part after 
intravitreal injection requires complexation of the nucleic acids into small ( 50 nm or smaller) and 
stable gene complexes with excellent transfection properties towards their target cells, in 
combination with ultrasound treatment
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SAMENVATTING 
  Het oog is een ideaal doelwitorgaan voor gentherapie. Enerzijds vormt het oog een gesloten 
geheel, wat locale behandeling mogelijk maakt. Anderzijds zorgt het immuun geprivilegieerd karakter 
ervoor  dat  het  inbrengen  van  vreemde  substanties  veel  mildere  immuunreacties  opwekt  in 
vergelijking met andere  lichaamsdelen. Bovendien bestaan er  tal van genetische oogziektes die  tot 
op heden nog niet kunnen genezen worden. 
  In Hoofdstuk 1 wordt besproken hoe enerzijds een therapeutisch relevant eiwit tot expressie 
kan  worden  gebracht  via  de  introductie  van  plasmide  DNA  (pDNA),  en  hoe  anderzijds  de 
onderdrukking  van  de  expressie  van  een  ziekteverwekkend  eiwit  kan  bewerkstelligd  worden  via 
‘antisense’  therapie  met  behulp  van  antisense  oligonucleotiden  (ON)  of  ‘short  interfering’  RNA 
moleculen (siRNA). 
  Het  gebruik  van  een  geschikte  drager  voor  nucleïnezuur  afgifte  is  vaak  noodzakelijk. 
Momenteel zijn de virale dragers het efficiëntst, maar verschillende veiligheidsproblemen beperken 
echter  hun  klinische  toepasbaarheid.  Niet‐virale  vectoren,  zoals  kationische  liposomen  en 
polymeren,  vormen  veilige  alternatieven,  maar  zijn  momenteel  minder  efficiënt  dan  hun  virale 
tegenhangers. 
  Naakte  nucleïnezuren  worden  momenteel  het  meest  gebruikt  bij  klinische  studies  met 
betrekking tot niet‐virale gentransfer. Hoewel deze naakte nucleïnezuren gevoelig zijn voor afbraak 
door  nucleasen  in  extracellulaire  matrices,  combineren  ze  enkele  belangrijke  voordelen.  Zo  zijn 
naakte  nucleïnezuren  veilig  in  gebruik  en wekken  ze  geen  immuunreacties  op  na  toediening.  De 
efficiëntie  van  hun  toediening  kan  significant  verhoogd worden  door  gebruik  te maken  van  een 
hulptechniek zoals elektroporatie en ultrasone golven. 
  Verschillende cellagen in het oog vormen barrières voor oculaire geneesmiddelentoediening. 
Vooral  het  bereiken  van  het  achterste  deel  van  het  oog  (netvlies,  glasvocht  en  vaatvlies)  is  niet 
evident. De voorste delen van het oog ( hoornvlies, conjunctiva, harde oogrok, straalvormig lichaam 
en regenboogvlies) kunnen meestal behandeld worden via oogdruppels. Oogdruppels worden echter 
zeer  snel geëlimineerd en moeten na applicatie  zeer vlug worden opgenomen. Het achterste deel 
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van het oog kan niet bereikt worden via topicaal toegepaste geneesmiddelen. De bloed‐oog barrière 
maakt bovendien systemische behandeling onmogelijk. Al deze factoren maken het noodzakelijk om 
geneesmiddelen bestemd voor het achterste deel toe te dienen via intravitreale (in het glasvocht) of 
subretinale (onder het netvlies) injectie. Subretinale injectie is een effectieve techniek, omdat zo de 
gencomplexen  onmiddellijk  in  contact  worden  gebracht  met  de  doelwitcellen.  Deze  techniek  is 
echter  zeer  invasief  en  risicovol.  Intravitreale  injectie  zou  een  aanvaardbaar  alternatief  kunnen 
vormen. De grootste beperking van deze techniek  is dat de geïnjecteerde partikels zich vrij moeten 
kunnen  voortbewegen  in  zowel  het  glasvocht  als  het  neuraal  netvlies.  In  deze 
doctoraatsverhandeling werd bestudeerd in hoeverre het glasvocht en het neurale netvlies barrières 
vormen voor niet‐virale gentherapie. Er werden eveneens strategieën uitgewerkt om deze obstakels 
te kunnen overwinnen. 
  Zoals  hoger  vermeld  heeft  het  gebruik  van  onbeschermde  nucleïnezuren  voor 
gentherapeutische doeleinden belangrijke voordelen vergeleken met het gebruik van virale en niet‐
virale  dragersystemen.  Onbeschermde  nucleïnezuren  zijn  echter  gevoelig  voor  degradatie  door 
nucleasen  in extracellulaire matrices  zoals het  glasvocht.  In Hoofdstuk 2  rapporteren we dan ook 
over het gedrag van verschillende naakte nucleïnezuren (pDNA, ON en siRNA)  in het glasvocht. We 
toonden aan dat pDNA en fosfodiëster ON worden afgebroken in het glasvocht. Toediening van deze 
DNA  therapeutica  zal  dan  ook  met  behulp  van  een  drager  of  vector  moeten  gebeuren,  om  de 
nucleïnezuren te beschermen op hun weg naar hun doelwitcellen. Fosforothioaat ON zijn stabiel  in 
het  glasvocht, maar  via  confocale microscopie werd  duidelijk  dat  ze  een  grote  affiniteit  vertonen 
voor het biopolymeer netwerk in het glasvocht. Deze affiniteit leidt tot een immobilisatie van de ON, 
zodat ook deze hun target niet kunnen bereiken. Net zoals bij pDNA en fosfodiëster ON, dienen de 
fosfothioaat  ON  via  een  geschikte  drager  intravitreaal  toegediend  te  worden.  SiRNA  moleculen 
blijven eveneens  intact  in het glasvocht.  In  tegenstelling  tot de  fosfothioaat ON verspreiden siRNA 
moleculen zich homogeen  in het glasvocht. Dit  toont aan dat het  theoretisch mogelijk zou kunnen 
zijn naakte siRNA moleculen te gebruiken voor gentherapie in het oog. 
  Er  werd  reeds  eerder  vermeld  dat  het  inbrengen  van  pDNA  in  cellen  kan  leiden  tot  de 
expressie van een eiwit met  therapeutische  toepassing.  In hoofdstuk 2  toonden we aan dat pDNA 
therapie  moet  ondersteund  worden  door  het  gebruik  van  een  geschikt  carriersysteem.  In 
Hoofdstuk 3  onderzochten  we  het  gedrag  van  pDNA  ingebouwd  in  DOTAP  DOPE  liposomen 
(lipoplexen)  in  het  glasvocht.  Door middel  van  confocale microscopie  toonden we  aan  dat  deze 
lipoplexen  aggregaten  vormen  in  het  glasvocht.  Deze  aggregaten  zitten  onbeweeglijk  vast  in  het 
glasvocht en kunnen bijgevolg hun doel niet meer bereiken. De inbouw van polyethyleenglycol (PEG) 
gebonden  lipiden  (DSPE‐PEG)  in  de  liposomen  kan  de  vorming  van  aggregaten  voorkomen.  Er  is 
evenwel een hoog gehalte  (17 mol %) van deze DSPE‐PEG  lipiden nodig om de  lipoplexen volledig 
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mobiel te maken. Lagere DSPE‐PEG gehaltes gaan wel de aggregatie van de  lipoplexen tegen, maar 
kunnen  niet  verhinderen  dat  de  lipoplexen  blijven  hangen  aan  het  biopolymeer  netwerk  en  zo 
eveneens geïmmobiliseerd worden. 
  Pegylatie van  lipoplexen kan dus de mobiliteit van deze partikels  in het glasvocht vrijwaren, 
maar het  is algemeen aanvaard dat pegylatie de  transfectie capaciteit van niet‐virale vectoren kan 
verminderen. In Hoofdstuk 4  hebben we aangetoond dat de pegylatie van DOTAP DOPE lipoplexen 
met  behulp  van  DSPE‐PEG  inderdaad  een  duidelijk  verlaagde  transfectie  capaciteit  voor  retinaal 
pigment  epitheel  (RPE)  cellen  tot  gevolg  heeft.  Via  confocale microscopie  werd  duidelijk  dat  de 
celbinding van gepegyleerde  lipoplexen efficiënt gebeurt, maar dat hun cellulaire opname enigszins 
vertraagd  verloopt.  Bovendien  blijven  de  gepegyleerde  lipoplexen  na  opname  zeer waarschijnlijk 
gevangen  in  de  endosomen.  Vierentwintig  uur  later  konden  in  de  cellen  geen  lipoplexen  meer 
worden waargenomen. Hoogstwaarschijnlijk werden ze gedegradeerd in de lysosomen. 
  De aanpassing van het pegylatieproces, van zogenaamd pre‐pegyleren (toevoegen van DSPE‐
PEG  lipiden  aan  liposomen  vóór  toevoeging  van pDNA) naar post‐pegyleren  (toevoegen  van  PEG‐
Ceramiden  aan  reeds  gevormde  niet  gepegyleerd  lipoplexen),  herstelde  en  verbeterde  de 
gentransfercapaciteit  naar  de  RPE  cellen.  Confocale  beelden  toonden  dan  ook  een  efficiënte 
celbinding, internalisering en endosomale vrijgave van de lipoplexen bereid volgens de post‐pegylatie 
techniek.  Deze  geobserveerde  eigenschappen  zijn  zeer  waarschijnlijk  te  verklaren  door  de 
mogelijkheid van de PEG‐Ceramiden om van membraan te wisselen. Zo kunnen ze vanuit het lipoplex 
hun  overstap maken  naar  andere membranen  zoals  het  celmembraan, waarbij  opnieuw  een  niet 
gepegyleerd  lipoplex  ontstaat.  Bovendien  zijn  deze  lipoplexen  niet  alleen  goede  vectoren  voor 
gentherapie  naar  het  RPE, maar  zijn  ze  eveneens  in  staat  zich  homogeen  te  verspreiden  in  het 
glasvocht. Al deze eigenschappen   maken de  lipoplexen bereid volgens de post‐pegylatie methode 
ideale kandidaten om  pDNA moleculen via intravitreale injectie aan het oog toe te dienen.  
  De    gencomplexen moeten  vaak  na  intravitreale  injectie  ook  het  neurale  netvlies  kunnen 
doordringen  om  hun  doelwitcellen  zoals  bijvoorbeeld  de  RPE  cellen  te  bereiken.  In  Hoofdstuk  5  
onderzochten  we  in  hoeverre  het  neurale  netvlies  een  barrière  vormt  voor  niet‐virale  gen 
complexen. Analyse van RPE cellen met behulp van een ‘flow cytometer’, toonde aan dat de neurale 
retina  de  doorgang  van  zowel  gepegyleerde  als  niet  gepegyleerde  lipoplexen  naar  de  RPE  cellen 
verhindert.  Waar  pegylatie  een  geschikte  methode  is  om  immobilisatie  van  lipoplexen  in  het 
glasvocht te voorkomen, is het aanbrengen van een polyethyleen glycol mantel onvoldoende om het 
neurale netvlies te overwinnen. Om na te gaan of de grootte van de lipoplexen hun lot in het neurale 
netvlies bepalen, voerden we gelijkaardige experimenten uit met sfeertjes van verschillende grootte. 
Onze  experimenten wezen  uit  dat  zelfs  hele  kleine  sfeertjes  (50  nm)  niet  door  de  neurale  retina 
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kunnen  penetreren.  Beelden  gemaakt  met  behulp  van  een  fluorescentie  microscoop  tonen  dat 
sfeertjes enkel de optische zenuwvezellaag, een cellaag dicht tegen het glasvocht, kunnen bereiken. 
  In een volgende  stap evalueerden we of de  toepassing van ultrasone golven het  transport 
van sfeertjes doorheen de retina kan verbeteren. Een weefsel dat blootgesteld wordt aan ultrasone 
golven  is onderhevig aan drukschommelingen, versnelling van de aanwezige vloeistoffen,  torsie en 
schokgolven. Deze effecten kunnen tijdelijk de permeabiliteit van de omliggende weefsels verhogen 
zonder de weefsels permanent  te beschadigen. Ultrasone  golven  kunnen  inderdaad het  transport 
door het neurale netvlies  van  kleine  sfeertjes  (50 nm)  significant  verbeteren,  zonder permanente 
schade  toe  te  brengen  aan  het  delicate weefsel.  Jammer  genoeg  is  het  niet mogelijk  om  via  het 
gebruik van ultrasone golven het transport van grotere sfeertjes met een vergelijkbare grootte als de 
lipoplexen  (200  nm)  te  verbeteren.  Deze  resultaten  benadrukken  het  belang  van  de  grootte  van 
toegediende gencomplexen. 
 
ALGEMENE BESLUITEN 
  Het belangrijkste doel  van dit werk was na  te  gaan of  intravitreale  injectie  van niet‐virale 
gentherapie  partikels  een  geschikte  methode  is  in  het  kader  van  oculaire  gentherapie.  Vermits 
onbeschermd  pDNA  onstabiel  is  in  het  glasvocht,  dient  het  afleveren  van  pDNA  via  intravitreale 
injectie te gebeuren met behulp van een geschikte vector, zoals een lipoplex. Een goede techniek om 
de  immobilisatie  van  de  aangewende  lipoplexen  in  het  glasvocht  tegen  te  gaan  bestaat  erin  de 
lipoplexen te omhullen met een polyethyleenglycol (PEG) mantel. Deze pegylatie gebeurt het best via 
de post‐pegylatie methode met PEG‐Ceramides. De zo gevormde  lipoplexen zijn niet alleen mobiel 
en stabiel in het glasvocht, maar zijn ook heel efficiënt in het transfecteren van RPE cellen. 
  In tegenstelling tot de situatie in het glasvocht, kan pegylatie de blokkade van de lipoplexen 
door het neurale netvlies niet verhinderen. Het neurale netvlies laat zelf heel kleine sfeertjes (50 nm) 
niet door, maar via applicatie van ultrasone golven kan de penetratie van deze  laatste partikels wel 
worden verbeterd. 
  Onze resultaten tonen aan dat het afleveren van nucleïnezuren via  intravitreale  injectie aan 
doelwitcellen in het achterste deel van het oog, complexatie van de nucleïnezuren vereist tot kleine 
(50 nm of zelf kleiner), stabiele gencomplexen die hun doelwitcellen efficiënt kunnen transfecteren, 
al dan niet met behulp van ultrasone golven. 
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